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1.1 Implantat assoziierte Infektionen nach künstlichem Gelenkersatz 
Der künstliche Gelenkersatz ist als Therapie in Orthopädie und Unfallchirurgie als Standard 
etabliert. Viele traumatische, degenerative und entzündliche Erkrankungen können mit Hilfe 
des künstlichen Gelenkersatzes behandelt und rekonstruiert werden (Gollwitzer und Ger-
desmeyer 2006). Mit weltweit etwa 1,5 Mio. Implantationen pro. Jahr stellt die Hüftendopro-
thetik eine der erfolgreichsten orthopädischen Rekonstruktionen dar (Haenle et al. 2012). In 
Deutschland liegt die Zahl der Erstimplantationen für eine Hüftendoprothese jährlich bei ca. 
210.000 (Statistisches Bundesamt 2017). Implantatversagen auf Grund einer Implantat-
assoziierten Infektion (periprothetische Infektion) stellt dabei eine schwerwiegende und 
komplexe Komplikation nach künstlichem Gelenkersatz dar. Trotz verbesserter Infektions-
prophylaxe durch Reinraumtechnik in den Operationssälen, peri – und postoperativer Antibi-
otikagabe, Verkürzung der Operationszeiten und dem Einsatz antimikrobieller Implantatober-
flächen liegt das Risiko einer periprothetischen Infektion nach primärer Hüftendoprothese 
zwischen 0,5–2 %. Nach Revision dieser primären Implantate steigt das Risiko auf 4–6 %. 
Eine erneute Revision hingegen steigert das Infektionsrisiko auf bis zu 20 %. Neben den 
damit verbundenen physischen und psychischen Belastungen für den Patienten, stellen Im-
plantat-assoziierte Infektionen auch eine enorme finanzielle Belastung für das Gesundheits-
system dar. Die Kosten für die Sanierung einer periprothetischen Infektion in deutschen Kli-
niken belaufen sich dabei auf ca. 30.000 Euro pro. Patient (Haenle et al. 2012).  
Entsprechend des Auftretens einer periprothetischen Infektion wird zwischen Frühinfektion 
(< 2 Monate nach Implantation), verzögerter Infektion (> 2 Monate nach Implantation) sowie 
Spätinfektion (> 1 Jahr nach Implantation) unterschieden (Tsukayama et al. 1996; Lehner et 
al. 2009). Die Entstehung einer periprothetischen Infektion erfolgt meist exogen über die 
Haut des Patienten. Auch das Operationsfeld, die chirurgische Ausrüstung oder das Opera-
tionspersonal stellen mögliche exogene Infektionsquellen dar (Taher et al. 2015). Frühe oder 
verzögerte Infektionen sind in den meisten Fällen auf während oder kurz nach der Operation 
eingebrachte Bakterien zurückzuführen (Gollwitzer und Gerdesmeyer 2006). Eine Infektion 
über hämatogene Übertragungswege bzw. andere Infektionsquellen des Patienten wie z. B. 
Harnwegs- oder Atemwegsinfektionen sind weitaus seltener (Lehner et al. 2009). Verschie-
dene patientenspezifische Faktoren beeinflussen Entstehung und Ausprägung einer peripro-
thetischen Infektion. So spielen neben der Immunkompetenz des Patienten auch Faktoren 
wie Diabetes, Alter, Tabak-und Alkoholkonsum, Adipositas oder auch Dauer des Kranken-




Die erfolgreiche Behandlung periprothetischer Infektionen ist auf Grund wiederkehrender 
bakterieller Belastungen des Implantats und der Ausbildung bakterieller Biofilme mehrstufig 
und meist langwierig. Neben der Ausbildung eines bakteriellen Biofilms auf der Implan-
tatoberfläche kommt erschwerend hinzu, dass viele der beteiligten Spezies diverse Antibio-
tikaresistenzen erworben haben. So wurde nachgewiesen, dass bis zu 45 % der isolierten 
Staphylococcus aureus (S. aureus) und 85 % der Staphylococcus epidermidis 
(S. epidermidis) Isolate bei periprothetischen Infektionen Methicillin-resistent sind (Garvin et 
al. 1999; Kaye et al. 2004). Eine komplette Revision des Implantats nach Infektion ist in den 
meisten Fällen die einzige Möglichkeit zur Eindämmung der Infektion. Dabei zeigt die zwei-
zeitige Revision von Prothesen nach periprothetischer Infektion noch immer die besten Hei-
lungschancen (Darouiche 2004; Kurtz et al. 2012). Durch die Entfernung der infizierten Pro-
these und Einsatz der neuen Prothese durch zwei unterschiedliche Eingriffe ist es möglich, 
die Infektion einzudämmen. Eine adäquate Reinigung der Wunde mit Debridement und sys-
temischer Antbiotikagabe sowie dem Einsatz eines temporären Platzhalters mit lokaler Anti-
biotika-Depotwirkung sind dabei die Voraussetzung für die Infektionseindämmung. Bei Keim-
freiheit der Wunde sowie der Interimsprothese wird diese entfernt und gegen eine neue last-
tragende Prothese ersetzt (Zimmerli 2015; Chen et al. 2017).  
1.2 Staphylococcus epidermidis  
Ein weites Spektrum von Mikroorganismen ist ursächlich an der Entstehung periprotheti-
scher Infektionen beteiligt. Dabei sind die am häufigsten isolierten Mikroorganismen Staphy-
lokokken, insbesondere Koagulase-negative Staphylokokken wie S. epidermidis (30‒43 %), 
aber auch S. aureus (12‒23 %). Weiterhin konnten Streptokokken (9‒10 %), Enterokokken 
(3‒7 %), gram-negative Erreger (3‒6 %) und andere anaerobe Bakterien (2‒4 %) als häufi-
ge kausale Infektionserreger nachgewiesen werden (Schäfer et al. 2008; Zimmerli und Mo-
ser 2012; Lamagni et al. 2015). 
S epidermidis ist als Kommensale der menschlichen Haut bekannt. Durch Konkurrenz mit 
potentiell schädlichen Mikroorganismen, spielt S. epidermidis eine wichtige Rolle für die Auf-
rechterhaltung eines gesunden Haut-Mikrobioms. Als Pathobiont hingegen, tritt 
S. epidermidis bei einer Reihe nosokomialer Infektionen, insbesondere Implantat-
assoziierter Infektionen auf. Vielmehr kommt es erst durch das Einbringen eines Fremdkör-
pers, in diesem Fall eines medizinischen Implantates, zur Infektion mit S. epidermidis und 
somit zu seiner raschen Adhäsion und Akkumulation auf der Implantatoberfläche (Sabaté 
Brescó et al. 2017). 
S. epidermidis gehört zu den sogenannten Koagulasenegativen Staphylokokken, ist gram-




mensalen Charakters, besitzt S. epidermidis eine Vielzahl von Mechanismen, um dem 
menschlichen Immunsystem, aber auch physikalischen und chemischen Schädigungen aus-
zuweichen. Dazu zählen Oberflächenmoleküle zur Adhäsion an den Wirt oder abiotische 
Oberflächen, Systeme zur Erkennung von antimikrobiellen Peptiden (AMPs) der Immunant-
wort, Moleküle zur Kommunikation und Strategien zum Überleben unter Temperaturbelas-
tung sowie osmotischem und mechanischem Stress (Lai et al. 2007; Li et al. 2007; Coates et 
al. 2014; Joo und Otto 2015; N'Diaye et al. 2016). So exprimiert S. epidermidis protektive 
Expolymere wie PGA (poly-γ-glutamic acid) und PNAG/PIA (poly-N-acetylglucosamine ho-
mopolymer), um sich vor den Mechanismen der angeborenen Wirts-Immunantwort wie Phy-
gocytose durch Neutrophilem oder AMPs zu schützen (Otto 2009). Aber auch die Ausbrei-
tung anderer Mikroorganismen wird durch S. epidermidis beeinflusst. So konnte gezeigt 
werden, dass das Wachstum von S. aureus negativ durch das Wachstum von S. epidermidis 
beeinflusst wird (Frank et al. 2010; Iwase et al. 2010; Park et al. 2011; Sullivan et al. 2016). 
Der Grund dafür sind u. a. sogenannte Phenol lösliche Moduline (PSMs) und Bakteriocine, 
die durch S. epidermidis sezerniert werden (Bastos et al. 2009; Wang et al. 2011; Hassan et 
al. 2012; Otto 2014) und ähnlich strukturiert sind wie AMPs der menschlichen Immunab-
wehr. Aber auch Proteasen und Stoffwechselprodukte von S. epidermidis wirken dem 
Wachstum anderer Mikroorganismen entgegen. Somit erklärt sich auch der monomikrobielle 
Charakter bei Infektionen mit S. epidermidis, insbesondere bei periprothetischen Infektionen 
(Zimmerli und Moser 2012). Im Gegensatz zu S. aureus besitzt S. epidermidis nur eine be-
grenzte Anzahl an bisher bekannten Virulenzfaktoren, sodass S. epidermidis-Infektionen im 
gesunden Wirt von eher chronischer Natur sind (Gill et al. 2005; Heilmann und Götz 2013).  
1.3 Biofilmbildung von S. epidermidis auf Implantatoberflächen 
Im Allgemeinen können zwei Formen mikrobieller Lebensweise unterschieden werden: 
Planktonische Populationen und Biofilme. Der von Costerton und Kollegen geprägte Begriff 
„Biofilm“ beschreibt eine strukturierte, koordinierte, funktionelle Gemeinschaft von Mikroor-
ganismen (ca. 15 – 20 % des Biofilmvolumens) mit einem hohen Grad an Organisation. Ein-
gebettet in einer von den Organismen selbst produzierten polymeren Matrix (EPS-Matrix; ca. 
75 – 80 % des Biofilmvolumens), können Biofilme an eine inerte oder lebende Oberfläche 
adhärieren (Costerton et al. 1987; Costerton et al. 1995; Stoodley et al. 2002). Das Vermö-
gen von Bakterien an Oberflächen zu adhärieren stellt den ersten essentiellen Schritt in der 
Bildung eines bakteriellen Biofilms dar und ist für viele Bakterien einer der wichtigsten Viru-
lenzeigenschaften. Im Biofilm organisierte Bakterien agieren wie ein multizellulärer Orga-
nismus, wodurch ihnen vor allem in den Bereichen der Reproduktion, des Metabolismus bis 
hin zur Verteidigung gegenüber Bakterien oder wirtsspezifischen Abwehrmechanismen Se-




1999; Wingender et al. 1999; Flemming et al. 2007; Flemming und Wingender 2010). Neben 
mechanischer Stabilität bieten Biofilme vor allem Schutz vor diversen Bedrohungen wie z. B. 
Strömungen, Austrocknung und UV-Strahlung, aber auch pH-Schwankungen der Umgebung 
sowie Schutz vor toxischen Substanzen, Bakteriophagen und Abwehrmechanismen des 
Wirtsorganismus (Costerton et al. 1987; Flemming et al. 2016). Insbesondere die verringerte 
Anfälligkeit der Mikroorganismen im Biofilm gegenüber der wirtspezifischen Abwehr sowie 
Antibiotika ist hervorzuheben (Duguid et al. 1992a, 1992b; Xu et al. 2000; Stewart 2002; 
Stewart und Costerton 2001). Das große Volumen eines Biofilms ist durch seine EPS-Matrix 
geprägt. Sie besteht zu großen Teilen aus Wasser sowie Exopolysacchariden, Glykoprotei-
nen, Proteinen, Lipiden und Nukleinsäuren (Stoodley et al. 2002; Donlan und Costerton 
2002). Als dynamisches System ist die EPS abhängig von den umgebenden Umweltbedin-
gungen, den Bakterienspezies im Biofilm sowie der Nährstoffversorgung, sodass die Zu-
sammensetzung und die damit verbundenen chemischen und physikalischen Eigenschaften 
variiert (Flemming und Wingender 2010). Der EPS-Matrix kommt eine wichtige Rolle in der 
Nährstoffbereitstellung zu, da zum einen fast alle Bakterien im Biofilm in der Lage sind, die-
se enzymatisch zu degradieren und zum anderen auch extrazelluläre Enzyme eingeschlos-
sen werden, die den Spezies den Substratzugang erleichtern (McCann 2000). Auch die 
oben erwähnte mechanische Stabilität der Biofilmstrukturen ist auf die Ausprägung der EPS 
zurückzuführen. 
 
Abbildung 1: Schematische Darstellung der aufeinanderfolgenden Phasen der Biofilmbildung in vitro. 
I. initiale unspezifische Adhäsion an einen Probekörper; II. irreversible spezifische Adhäsion an einen Probekör-
per; III. Proliferation und Akkumulation des Biofilms mit initialer Produktion der EPS-Matrix; IV. Reifung und Mik-
rostrukturierung des Biofilms; V. Detachment einzelner Mikroorganismen und Mikrokolonien aus dem bestehen-
den Biofilm. 
Die Biofilmbildung von S. epidermidis erfolgt in vier bis fünf unterschiedlich gut differenzier-
baren charakteristischen Phasen (siehe Abbildung 1 und Abbildung 3). Der erste Schritt in 
der Besiedlung einer biotischen oder abiotischen Oberfläche ist die Adhäsion. Während des 
Implantationsprozesses, z. B. einer Endoprothese, kommt es zur Ablagerung von Plasma-
Proteinen (z. B. Albumin), Proteinen der Extrazellularen Matrix (ECM) oder auch Koagulati-
onsprodukten wie Thrombin oder Thrombozyten auf der Implantatoberfläche (Gristina 1987; 





Abbildung 2: Schematische Darstellung der Virulenzfaktoren (Adhäsionsmoleküle und Biofilmbildung) 
von S. epidermidis. In der oberen Bildhälfte sind die wichtigsten Moleküle zur Adhäsion an abiotische Oberflä-
chen sowie Protein-beschichtete Oberflächen dargestellt. In der unteren Hälfte der Abbildung sind die wichtigsten 
Moleküle der Biofilmbildung dargestellt. Violett gekennzeichnete Moleküle sind sowohl in Adhäsions-, als auch 
Biofilmbildungs-Prozesse beteiligt (Sabaté Brescó et al. 2017).  
Die initiale Adhäsion an eine Oberfläche durch S. epidermidis erfolgt zunächst unspezifisch 
durch z. B. hydrophobe Wechselwirkungen mit der zu besiedelnden Oberfläche (Gristina 
1987). Abschließend kommt es zur spezifischen Adhäsion durch sogenannte Adhäsine (sie-
he Abbildung 2) wie Autolysin (AtlE), extrazelluläre DNA und Oberflächen Proteine der 
Staphylokokken (SSP-1, SSP-2) (Veenstra et al. 1996; Izano et al. 2008; Heilmann und Götz 
2013). AtlE sowie SSP-1 und SSP-2 sind dabei vordergründig mit der Adhäsion an die nati-
ve Oberfläche assoziiert, während extrazelluläre DNA die Anheftung an eine bereits beste-




durch Blut-Proteine modifizierte Oberfläche dienen Zellwand-verankerte Proteine (CWA) wie 
z. B. sogenannte „microbial surface components recognizing adhesive matrix molecules“ 
(MSCRAMMS) (Foster 1998; Otto 2009). Zu diesen MSCRAMMS zählen u. a. Adäsine zur 
spezifischen Bindung an Fibrinogen (SdrG/Fbe), Fibronektin (Embp), Kollagen (SdrF/GehD), 
Vitronektin (AtlE, Aae) oder auch Elastin (EbpS) (Hartford et al. 2001; Bowden et al. 2002; 
Arciola et al. 2003; Heilmann et al. 2003; Arrecubieta et al. 2007; Brennan et al. 2009; Sa-
baté Brescó et al. 2017). Aber auch Teichonsäuren der Peptidoglykanschicht verbessern die 
Adhäsion von S. epidermidis an Fibronektin und Fibrin (Hussain et al. 2001; Sabaté Brescó 
et al. 2017).  
Nach der Adhäsion an die Zieloberfläche kommt es zur Proliferation sowie Zellwandprotein-
vermittelten Aggregation einzelner S. epidermidis Bakterien. Sogenannte „Polysaccharide 
intercellular adhesins“ (PIAs oder PNAGs) vermitteln die Adhäsion einzelner S. epidermidis 
Bakterien untereinander (Mack et al. 2007; Sabaté Brescó et al. 2017). Zu den PIA-
unabhängigen Mechanismen der Biofilmakkumulation von S. epidermidis gehören u. a. „ac-
cumulation associated proteins“ (Aaps), „biofilm associated homolog proteins“ (Bhp), 
„extracellular matrix binding protein“ (Embp) sowie „S. epidermidis surface protein“ (Ses) 
(Williams et al. 2002; Bowden et al. 2005; Gill et al. 2005; Rohde et al. 2005; Tormo et al. 
2005a; Christner et al. 2010; Los et al. 2010; Harris et al. 2016). Im Anschluss an die Aggre-
gation und der Bildung von Mikrokolonien kommt es zur Bildung der EPS-Matrix durch oben 
genannte Proteine. Dieser Schritt führt u. a. zu einer internen Strukturierung des Biofilms. 
Derzeit existieren drei konzeptionelle Modelle, welche die Struktur von Biofilmen beschrei-
ben (Wimpenny und Colasanti 1997): Biofilme mit heterogener Mosaikstruktur, dicht kon-
fluente Biofilme sowie von Wasserkanälen durchzogene Biofilme. Letzteres Modell be-
schreibt die am häufigsten vorkommende Organisationsstruktur mikrobieller Biofilme (Stood-
ley et al. 2002). Die wassergefüllten Kanäle ermöglichen den raschen Stoffaustausch inner-
halb des Biofilms, wodurch die einzelnen Mikrokolonien mit benötigten Nährstoffen versorgt 
werden. Gleichzeitig werden ihre Stoffwechselendprodukte in die Kanäle abgeleitet (Davey 
und O'Toole 2000; Dunne 2002).  
Im Anschluss an den EPS-Sekretionsprozess kommt es zur Reifung des Biofilms und weite-
rer Proliferation und Aggregation von S. epidermidis Bakterien. Da das Dickenwachstum 
eines Biofilms begrenzt ist, kommt es zur Ausbreitung über das Ablösen, dem sogenannten 
„Detachment“, einzelner Bakterien oder auch Mikrokolonien aus dem reifen Biofilm (Coster-
ton et al. 1999; Donlan und Costerton 2002). In S. epidermidis Biofilmen ist daran maßgeb-
lich das Quorum-sensing System agr beteiligt (Vuong et al. 2003; Vuong et al. 2004a; Vuong 
et al. 2004b). Dabei steuert die agr-Expression in den äußeren, exponierten Schichten des 




enzymatische Degradation der EPS-Matrix sowie die Unterbrechung nicht-kovalenter Bin-
dungen innerhalb der EPS-Matrix. Ersteres erfolgt über die Degradation von Zellwandprotei-
nen durch unspezifische Exoproteasen, während Letzteres über PSMs dazu führt, dass In-
teraktionen zwischen kationischen PNAGs und anionische Zellwandproteinen aufgehoben 
werden (Otto 2009).  
 
Abbildung 3: Schematische Darstellung der vier wichtigsten Phasen der Biofilmbildung am Beispiel einer 
Implantat-Infektion. Abbildung Knieendoprothese: Columbus© Knieendoprothesensystem Fa. Aesculap. 
1.4 Antibiotikaresistenz von S. epidermidis Biofilmen 
Im Vergleich zu planktonisch lebenden Bakterien weisen Biofilme eine 250 bis 1000-fach 
geringere Empfindlichkeit gegenüber Antibiotika auf (Ceri et al. 1999; Wu et al. 2003). Ein 
Grund dafür liegt in den oftmals verringerten bakteriellen Stoffwechselaktivitäten (dormant 
stage) innerhalb eines Biofilms, sowie Subpopulationen, sogenannte „Persister cells“ mit 
stark erhöhter Resistenz gegenüber antibiotischen Substanzen (Hoyle und Costerton 1991; 
Costerton et al. 1995; Gilbert et al. 1997; Xu et al. 2000; Harrison et al. 2005). Bei unzu-
reichender Behandlung der Biofilme mit entsprechenden Antibiotika-Konzentrationen sind 
diese Subpopulationen maßgeblich am erneuten Auftreten der Infektion beteiligt (Lewis 
2007; Brady et al. 2009). Der Grund dafür liegt in der Adaption dieser persistierenden 
S. epidermidis an das Wachstum im Biofilm, sodass neben der Stoffwechselaktivität auch 
Prozesse wie Nukleinsäure-, Protein-und Zellwandsynthese herunter reguliert werden. Somit 




Quinolone), eine stark verminderte Aktivität gegenüber S. epidermidis innerhalb eines Bio-
films. Aber auch die starken polymeren Quervernetzungen innerhalb der EPS-Matrix ver-
mindern die Penetration antibiotischer Substanzen in tiefere Schichten des Biofilms 
(McCann 2000). Auf Grund der räumlichen Nähe der Bakterien innerhalb des Biofilms 
kommt es zu einem erleichterten Austausch von Resistenzgenen (Guo et al. 2018). 
S. epidermidis weist eine Vielzahl von spezifischen Resistenzgenen gegenüber antibioti-
schen Substanzen auf. Eine der am häufigsten auftretenden Resistenzen besteht gegen-
über dem β-Laktam-Antibiotikum Methicillin (Diekema et al. 2001; Otto 2009; Morgenstern et 
al. 2016; Salgueiro et al. 2017). Die Resistenz gegenüber Methicillin und anderen β-Laktam-
Antibiotika (z. B. Penicillin, Oxacillin) ist ist durch mecA auf dem „staphylococcal cassette 
chromosome“ mec (SCCmec), einem mobilen genetischen Element (MGE) kodiert. MecA ist 
ein alternatives Penicillin-bindendes Protein mit verringerter Affinität gegenüber β-Laktam-
Antibiotika (Chambers et al. 1985). Methicillin-resistente S. epidermidis (MRSE) weisen häu-
fig auch weitere Antibiotika-Resistenzen auf. Unter anderem gegenüber Erythromycin (ko-
diert auf dem erm Gen) und Ciprofloxacin, Clindamycin sowie Aminoglykosid-Antibiotika 
(kodiert auf dem aacA/aphD Gen) (Cherifi et al. 2013). 
1.5 Physikalisches Plasma 
Der Begriff physikalisches Plasma wurde 1928 vom Chemiker und Physiker Irving Langmuir 
geprägt und beschreibt den sogenannten vierten Aggregatszustand (Langmuir 1928). Physi-
kalische Plasmen bestehen aus neutralen und geladenen Teilchen und entstehen, wenn 
Gasen elektrische oder Wärmeenergie zugeführt wird. In Folge dessen kommt es zu einer 
teilweisen oder vollständigen Ionisation der Teilchen innerhalb des Gases, wobei frei beweg-
liche Elektronen und ionisierte Atome entstehen (Misra et al. 2011; Lackmann und Bandow 
2014). Neben mehreren angeregten Ladungsträgern wie Ionen und Elektronen bestehen 
Plasmen auch aus angeregten chemischen Spezies, wie reaktiven Sauerstoff (ROS)- und 
Stickstoff-Spezies (RNS). Weiterhin entstehen Wärme-und UV-Strahlung (UV-Photonen) 
sowie elektromagnetische Felder bei der Erzeugung physikalischer Plasmen (Zhang et al. 
2013). Diese sind somit elektrisch leitfähig und weisen eine erhöhte Reaktivität auf (Metel-
mann et al. 2016). Als natürliche Zustände kommen physikalische Plasmen in Form von 
z. B. Blitzen oder Nordlichtern ubiquitär in der Umwelt vor. In der Nomenklatur von Plasmen 
werden diese üblicher Weise abhängig von den Erzeugungsbedingungen in z. B. Nieder-, 
Atmosphären- oder Hochdruckplasmen unterteilt (Fridman et al. 2005). Aber auch die Diffe-
renzierung auf Grund ihres thermodynamischen Gleichgewichts in thermische (Gleichge-
wichtsplasmen) und nichtthermische (Nichtgleichgewichtsplasmen) Plasmen ist eine gängi-
ge Methode der Charakterisierung von physikalischen Plasmen (Scholtz et al. 2015). Nicht-




können unter Niederdruck oder Atmosphärendruck erzeugt werden. Nichtthermische Nie-
derdruckplasmen kommen hauptsächlich in der Technik z. B. bei Beschichtungsprozessen 
zum Einsatz. Im Gegensatz dazu finden kalte Atmosphärendruckplasmen in der Medizin-
technik ihre Anwendung. Abhängig von der Art der Plasmaquelle können kalte Plasmen di-
rekt am Patienten eingesetzt werden, aber auch für die Sterilisation thermolabiler Materialien 
zum Einsatz kommen (Zhang et al. 2013). Plasmen sowie die erzeugenden Quellen können 
so entsprechend ihrer Anwendung angepasst werden. Kaltes Plasma kann durch verschie-
dene Methoden erzeugt werden, wie Gasentladung, Photo-Ionisation, Wärmestrahlung und 
Hochfrequenzen (Becker et al. 2005; Lieberman und Lichtenberg 2005). Gängige Einrich-
tungen zur Erzeugung kalter Plasmen nutzen Dielektrisch behinderte Entladungen (DBE), 
resistive Barriereentladung (RBE), Corona-Entladung, Glühentladung, Hochfrequenz-
Entladung sowie Atmosphärendruckplasmajets (Ehlbeck et al. 2011). Für medizinische An-
wendungen sind vor allem Plasmajet Anordnungen sowie DBEs besonders geeignet (siehe 
Abbildung 4) (Woedtke et al. 2013).  
 
Abbildung 4: Schematische Darstellung der Erzeugung kalter Plasmen. Dielektrische behinderte Entladung 





DBEs sind durch ihre direkte Entladung gekennzeichnet. Das Plasma wird dabei zwischen 
einer dielektrisch isolierten Elektrode (Dielektrikum) und einer biologischen Zielstruktur ge-
neriert, die als Gegenelektrode fungiert (z. B. Hautgewebe). Als Trägergas dient die Umge-
bungsluft. Somit interagieren die Plasmateilchen und angeregten Photonen direkt mit den 
biologischen Zielstrukturen. Das Dielektrikum verhindert elektrische Durchschläge und be-
grenzt dabei den maximalen Stromfluss (Lackmann und Bandow 2014; Metelmann et al. 
2016). Indirekte Plasmen, die entfernt von der biologischen Zielstruktur generiert werden, 
können u. a. mit Hilfe von Plasmajets erzeugt werden. Als Arbeitsgase dienen bei indirekten 
Plasmen inerte Gase wie Argon oder Helium, welche durch eine Glaskapillare geleitet wer-
den. Das Plasma wird innerhalb der Kapillare zwischen zwei Elektroden gezündet und über 
den Gasfluss und das elektrische Feld aus dieser herausgetrieben. Somit ist der Stromkreis 
in sich geschlossen und das Plasma wird unabhängig vom umgebenden Medium erzeugt. 
Reaktive Spezies und angeregte Photonen werden emittiert und bilden den sogenannten 
Effluenten. Bei indirekten Plasmen kommt es zu Rekombinationsprozessen innerhalb des 
Effluenten, sodass überwiegend langlebige reaktive Spezies die biologische Zielstruktur er-
reichen (Laroussi 2009; Lackmann und Bandow 2014; Metelmann et al. 2016). Plasmajets 
bieten eine indirekte Behandlung der Zielstruktur ohne thermische oder elektrische Einflüs-
se, was sie zu einem attraktiven Werkzeug plasmamedizinischer Anwendungen macht. 
1.6 Antimikrobielle Eigenschaften kalter Atmosphärendruckplasmen 
Die Entwicklung von kalten Atmosphärendruckplasmen eröffnete ein neues Feld der An-
wendung von Plasmen – die Plasmamedizin. Die Anwendungsfelder reichen dabei von 
plasmabasierten Oberflächenmodifikationen, über die Inaktivierung von Mikroorganismen 
zur Hygiene und Infektionskontrolle, bis hin zur zielgerichteten Behandlung von eukaryoti-
schen Zellen im Rahmen spezifischer Applikationen im Bereich der Dermatologie (Kong et 
al. 2009; Heinlin et al. 2010). Insbesondere der Einsatz von kalten Plasmen zur antimikro-
biellen Behandlung von entzündlichen Hauterkrankungen und Wunden stellt einen vielspre-
chenden Einsatz in der Plasmamedizin dar (Daeschlein G. aus Metelmann et al. 2016). Aber 
auch andere infektiöse Erkrankungen stehen im Fokus der Plasmamedizin. Auf Grund der 
nachgewiesenen antimikrobiellen Eigenschaften von kalten Atmosphärendruckplasmen rü-
cken diese immer mehr in den Fokus als alternativer Ansatz zur Infektionskontrolle. Im Ver-
gleich zu den gebräuchlichen antimikrobiellen Methoden hat kaltes Plasma den Vorteil einer 
kurzen, direkten Behandlung der Infektion mit geringen Nebeneffekten (Mai-Prochnow et al. 
2014). Die genauen Mechanismen, auf denen der antimikrobielle Effekt von kalten Plasmen 
beruht, sind bisher nur in Ansätzen aufgeklärt. Es wurde jedoch gezeigt, dass die Wirkung 
kalter Plasmen multifaktorieller Natur ist. Die Bildung reaktiver Sauerstoff-und Stickstoff-




Radikale, aber auch atomarer Stickstoff, angeregter Stickstoff und Stickoxid spielen eine 
entscheidende Rolle während der Inaktivierung von Mikroorganismen (Joshi et al. 2011; 
Alkawareek et al. 2012). Auf Grund der Diffusion der reaktiven Spezies durch die Zellwand 
der Bakterien kommt es dort zu einer lokalen Schädigung durch Oxidation der Zellwand-
strukturen, Proteine und intrazellulärer DNA (Gallagher et al. 2007). So wiesen Joshi und 
Kollegen nach, dass Singulett-Sauerstoff und Wasserstoffperoxid zu einer Peroxidation der 
Membranlipide sowie der DNA in E. coli führten (Joshi et al. 2011). Weiterhin wird die Effizi-
enz der mikrobiellen Inaktivierung durch die Anwesenheit von ROS verstärkt, sodass eine 
Beimischung von Sauerstoff zum Arbeitsgas von Vorteil ist (Boxhammer et al. 2012). Su-
reshkumar und Kollegen wiesen durch die Beimischung von 2 % Sauerstoff zu Stickstoff die 
Bildung von Stickoxiden nach, wodurch die antimikrobielle Wirkung des Stickstoffs gefördert 
wurde (Sureshkumar et al. 2010). Die Exposition der bakteriellen Zellwand mit geladenen 
Partikeln, Elektronen und Ionen führt zu einem Aufbrechen chemischer Bindungen, wodurch 
es zu Degradation der Zellwand („Etching“) und Permeabilisierung der Zellmembranen 
kommt, sodass intrazelluläre Proteinen und DNA geschädigt werden (Gallagher et al. 2007; 
Moreau et al. 2008; Schneider et al. 2011; Winter et al. 2011; Lackmann et al. 2013; Winter 
et al. 2013). Die Inaktivierung gram-negativer Bakterien ist auf Grund der Anfälligkeit der 
Zellwand einfacher zu erreichen, als im Vergleich zu gram-positiven Bakterien (Stoffels et al. 
2008). Die intrazelluläre Beschädigung von Bakterien wurde durch Anreicherung von ROS 
eher in gram-positiven Spezies nachgewiesen (Han et al. 2015). Eine weitere wichtige Rolle 
spielt die Applikation Plasmen. Direkte Plasma-Behandlungen mittels DBE führen zu einer 
Akkumulation geladener Partikel an der Zellwand der Bakterien und somit zu elektrostati-
schem Stress. Dadurch kommt es zu einer Änderung der Morphologie der Bakterien, indem 
die Zugspannung der Zellmembran überwunden wird (Mendis et al. 2000; Laroussi 2009; 
Lunov et al. 2016). Weiterhin kommt es durch elektrische Felder während der Plasma-
Behandlung zur Elektroporation der Zellwand, wodurch es zur Permeabilisierung der Zell-
wand mit anschließendem Zelltod kommt (Sale und Hamilton 1967; Zimmermann et al. 
1980; Liao et al. 2017). Neben der vollständigen Inaktivierung der Bakterien reagieren diese 
mit einem Zustand, in dem sie noch vital, aber nicht mehr nachweisbar sind (viable but not 
culturable, VBNC) (Abramzon et al. 2006; Cooper et al. 2010; Brelles-Mariño 2012). Für die-
sen Zustand werden vor allem initiale UV-Schäden und oxidativer Stress bei kurzen Exposi-
tionszeiten (≤ 5 min) diskutiert (Mai-Prochnow et al. 2014). Auch gegen bakterielle Biofilme 






Implantat-assoziierte Infektionen stellen trotz großer Fortschritte in der orthopädischen Chi-
rurgie ein weiterhin weitreichendes Problem für den Patienten sowie die Gesundheitswirt-
schaft dar. Hervorgerufen werden diese Infektionen durch Biofilm-bildende Bakterien auf den 
Implantat-Oberflächen. Diese stellen auf Grund ihrer rauen Oberfläche ein ideales Reservoir 
für bakterielle Biofilme dar, in den die Bakterien u.a. gegenüber Antibiotika geschützt sind 
und Resistenzen entwickeln können. Im Jahr 2014 meldete die WHO einen dramatischen 
Anstieg der bakteriellen Resistenz weltweit. Damit verbunden sind hohe gesundheitliche und 
wirtschaftliche Belastungen. Auch in der Behandlung Implantat-assoziierter Infektionen stellt 
die Entwicklung von Resistenzen gegenüber Antibiotika ein stetig wachsendes Problem dar 
(Spellberg et al. 2008; Nikaido 2009; Andersson und Hughes 2010). So bedarf es immer 
weiterer therapeutischer Optionen zur Inaktivierung und Entfernung bakterieller Biofilme auf 
orthopädischen Implantaten (Cos et al. 2010). Die antimikrobiellen Effekte von kalten Plas-
men gegen eine Vielzahl von Bakterien, auch Antibiotika-resistente Spezies und Biofilme, 
sind in der Literatur zahlreich diskutiert (Hübner et al. 2010; Koban et al. 2010; Matthes et al. 
2013). Die antimikrobielle Wirksamkeit von kalten Plasmen beruht dabei auf unterschiedli-
chen Komponenten, die innerhalb der Plasmen erzeugt werden. Dazu zählen u.a. reaktive 
Sauerstoff-und Stickstoff-Spezies, freie Radikale, Ionen, elektrische Felder, aber auch UV-
Strahlung. Die keimtötenden Effekte lassen sich dabei vorwiegend auf die direkte Permeabi-
lisierung der Zellwand durch Oxidation sowie Schädigung intrazellulärer Proteine und der 
DNA auf Grund oxidativen Stresses zurückführen (Lerouge et al. 2000; Lackmann und 
Bandow 2014). 
Die grundlegenden Ziele der vorliegenden Arbeit war die in vitro Untersuchung der Eignung 
von kalten Atmosphärendruckplasmen als Therapie-Ergänzung bei Implantat-assoziierten 
Infektionen.  
1. Zunächst sollten dazu unterschiedliche Plasma-Quellen hinsichtlich ihres antimikrobiel-
len Potentials auf Biofilme von S. epidermidis, einem der Hauptauslöser Implantat-
assoziierter Infektionen, untersucht und miteinander verglichen werden. Weiterhin sollten 
in diesem Ansatz die in vitro-Behandlung der Biofilme sowie optimale Behandlungszeiten 
und Read-out Parameter getestet werden. 
2. Im Anschluss an den Vergleich der Plasma-Quellen sollte eine Quelle gewählt werden, 
um deren antimikrobielles Potential auf Biofilme von S. epidermidis auf Ti4Al6V-
Implantat-relevanten Probekörpern zu untersuchen. Dabei sollten die optimierten Be-




reversible Beschädigung der Biofilme nach Plasma-Behandlung nachzuweisen, sollten 
diese erneut kultiviert (Revitalisierung) und auf ihre Vitalität untersucht werden. 
3. Auf Grund gesteigerter Resistenzen gegenüber Antibiotika innerhalb eines Biofilms so-
wie die bekannte Oxidation von bakteriellen Zellwänden durch kaltes Atmosphären-
druckplasma, sollten Biofilme von S. epidermidis vor und nach Plasma-Behandlung auf 
eine potentiell gesteigerte Sensitivität gegenüber Antibiotika untersucht werden. Mögli-
che irreversible Beschädigungen der Biofilme sollten auch hier durch eine erneute Kulti-
vierung nachgewiesen werden. 
4. An Hand der multifaktoriellen Wirkung von kalten Atmosphärendruckplasmen wird ange-
nommen, dass eine Resistenzentwicklung gegenüber diesen unwahrscheinlich ist. Aus 
der Literatur geht allerdings hervor, dass eine Plasma-Behandlung über einen kurzen 
Zeitraum zum Auftreten einer kleinen Anzahl von überlebenden Bakterien führen kann, 
die eine erhöhte Resistenz gegenüber Plasmaexposition aufweisen. Weiterhin konnte 
gezeigt werden, dass diese Bakterien einen höheren Grad an Resistenz gegenüber 
Wasserstoffperoxid vorweisen. Auch in der vorliegenden Arbeit sollte diese Option der 
Entwicklung einer Desensibilisierung gegenüber kalten Plasmen und auch reaktiven 
Sauerstoff-Spezies untersucht werden.   
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2 Material und Methoden 
2.1 Materialien 
2.1.1 Chemikalien, Enzyme, Antibiotika 
In Tabelle 1 sind alle verwendeten Chemikalien, Enzyme, Antibiotika sowie Kits mit Angaben 
zu den Herstellern zusammengefasst. 
Tabelle 1: Chemikalien, Enzyme, Antibiotika und Kits 
Chemikalien/Enzyme/Antibiotika Hersteller 
Agar (Agar technical No.3) Oxoid, Basingstoke, Hampshire, UK 
Agarose (peqGOLD Universal Agarose) peqLab Biotechnologie GmbH, Erlangen, D 
Ampicillin  Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim, D 
Columbia Blutagarplatten  BD, Franklin Lakes, USA 
Dikaliumhydrogenphosphat x 3 H2O  Carl-Roth GmbH & Co., Karlsruhe, D 
Dinatriumhydrogenphosphat x 2 H2O  Merck KGaA, Darmstadt, D 
DNeasy Blood and Tissue Kit  Qiagen, Hilden, D 
dNTPs  Roche, Mannheim, D 
Ethanol (absolut)  
Zentralapotheke Universitätsmedizin, Rostock, 
D 
Ethidiumbromid  Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim, D 
E-Test Ampicillin 0.016-256 µg/ml bioMérieux SA, Marcyl'Etoile, F 
E-Test Erythromycin 0.016-256 µg/ml bioMérieux SA, Marcyl'Etoile, F 
E-Test Gentamicin 0.016-256 µg/ml  bioMérieux SA, Marcyl'Etoile, F 
E-Test Levofloxacin 0.002-32 µg/ml bioMérieux SA, Marcyl'Etoile, F 
Erythromycin Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim, D 
Extran MA01 Merck KGaA, Darmstadt, D 
GeneRulerTM 1 kb Plus DNA Ladder  Fermentas GmbH, St. Leon-Rot, D 
Gentamicinsulfat 50 mg/ml Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim, D 
Glutardialdehyd-Lösung (25 %)  Merck KGaA, Darmstadt, D 




Glycerin (99 %)  Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim, D 
Isopropanol  Merck KGaA, Darmstadt, D 
Kaliumacetat  Merck KGaA, Darmstadt, D 
Kaliumchlorid  Merck KGaA, Darmstadt, D 
Kaliumdihydrogenphosphat  Merck KGaA, Darmstadt, D 
Kristall-Violett Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim, D 
Levofloxacin  Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim, D 
Live/Dead BacLight Bacterial Viability Kit  Thermo Fisher Scientific, Darmstadt, D 
Magnesiumchlorid x 6 H2O  Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim, D 
Magnesiumsulfat x 7 H20  Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim, D 
Methanol  J.T. Baker, Deventer, Holland 
Natriumacetat  Merck KGaA, Darmstadt D 
Natriumazid  Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim, D 
Natriumchlorid  Carl-Roth GmbH & Co., Karlsruhe, D 
Natriumdodecylsulfat (SDS)  Serva, Heidelberg, D 
Natriumhydrogencarbonat  Merck KGaA, Darmstadt, D 
Natriumhydroxid  Merck KGaA, Darmstadt, D 
Paraformaldehyd (37 %) Merck KGaA, Darmstadt, D 
Penicillin  Ratiopharm GmbH, Ulm, D 
Phosphorsäure  Merck KGaA, Darmstadt, D 
QIAquick PCR Purification Kit  Qiagen, Hilden, D 
Safranin  Merck KGaA, Darmstadt, D 
Secusept 
Ecolab Deutschland GmbH, Monheim am 
Rhein, D 
Taq-Polymerase  Qiagen, Hilden, D 
Tris (Trizma® Base)  Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim, D 




Tryptic Soy Broth (TSB) Applichem GmbH, Darmstadt, D 
Tween 80 Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim, D 
Vancomycin Sigma-Aldrich Chemie GmbH, Steinheim, D 
  
2.1.2 Verbrauchsmaterialien 
In Tabelle 2 sind alle verwendeten Verbrauchsmaterialien sowie deren Hersteller aufgeführt. 
Tabelle 2: Verbrauchsmaterialien 
Verbrauchsmaterialien Hersteller 
Chamber-Slides LabTec Chambers Nunc, Wiesbaden, D 
CryoTubeTM Vials  NuncTM A/S, Roskilde, DK 
Deckgläschen (Plastik; Durchmesser 13 
mm)  
Nunc, Wiesbaden 
Desinfektionsmittel AHD2000  Lysoform Dr. Hans Rosemann GmbH, Berlin, D 
Desinfektionsmittel Bacillol®  AF Bode Chemie, Hamburg, D 
Glasperlen (0,10-0,11 mm)  B. Braun Biotech international, Melsungen, D 
Glasperlen (2,85-3,3 mm)  Carl-Roth GmbH + Co., Karlsruhe, D 
Impfösen  
Greiner Bio-One GmbH, Kremsmünster, Öster-
reich 
Küvetten (10 x 4 x 45 mm)  Sarstedt, Nürmbrecht, D 
Parafilm  Pechiney Plastic Packaging, Chicago, USA 
PCR Softtubes 0,2 ml  Biozym, Hessisch Oldendorf, D 
Petrischalen (92 x 16 mm)  Sarstedt, Nürmbrecht, D 
Pipettenspitzen 10 μl graduiert  STARLAB GmbH, Ahrensburg, D 
Pipettenspitzen (200, 1000 μl)  
Greiner Bio-One GmbH, Kremsmünster, Öster-
reich 
Plastikpipetten (5, 10, 25 ml)  
Greiner Bio-One GmbH, Kremsmünster, Öster-
reich 




Plastikröhrchen Cellstar® Tubes (15, 50 
ml)  
Greiner Bio-One GmbH, Kremsmünster, Öster-
reich 
Reaktionsgefäße (0,5; 1,5; 2 ml)  Sarstedt, Nürmbrecht, D 
Stepper-Spitzen Combitips plus® (5; 10; 
20 ml)  
Eppendorf, Hamburg, D 
Sterifix®Injektionsfilter (0,2 μm) BB. Braun Melsungen AG, Melsungen, D 
Sterilfilter (0,22 μm)  Corning incorporated, Kaiserslautern, D 
Spritzen, steril BD DiscarditTM II (2, 5, 20 
ml) 
Becton Dickinson S.A., Fraga, Spanien 
UVpetteTips für Picodrop Nr. 311.110  Biozym, Hessisch Oldendorf, D 
Zellkulturplatten, 96 und 24 Well-Format  
Greiner Bio-One GmbH, Kremsmünster, Öster-
reich 
2.1.3 Laborgeräteausstattung und Software 
Die folgenden Tabelle 3 und  
Tabelle 4 fassen alle Geräte und Software sowie deren Hersteller bzw. Entwickler zusam-
men, die zusätzlich zur Laborgrundausstattung genutzt wurden. 
Tabelle 3: Laborgeräte 
Laborgeräte Hersteller 
Agarose-Gelelektrophoreseapparatur  Bio-Rad-Laboratories, Hercules, USA 
Analysenwaage Typ AdventurerTM Pro  Ohaus Corporation, Pine Brook, USA 
Analysenwaage Typ BP 4100S  Sartorius, Göttingen, D 
Biofuge pico  Heraeus, Hamburg, D 
Biofuge fresco  Heraeus, Hamburg, D 
Brutschrank Typ B6060  Heraeus, Hamburg, D 
Brutschrank, HeraCell  Heraeus, Hamburg, D 
CO2-Inkubator Serie CB  Binder, Tuttlingen, D 
Eddy Jet Spiralplater 1.22  IUL Instruments GmbH, Königswinter, D 





Merlin VP compact 
Carl Zeiss Microscopy GmbH, Jena, D 
Fluoreszenzmikroskop BX60  Olympus, Hamburg, D 
Gefrierschrank -80 °C Typ Hera freeze  Heraeus, Hamburg, D 
Heizblock Typ Thermostat 5320  Eppendorf, Hamburg, D 
Konfokales Laser Raster Mikroskop –
Zeiss LSM 780  
Carl Zeiss Microscopy GmbH, Jena, D  
Kühlzentrifuge Typ 5417R g Eppendorf, Hamburg, D 
Kritisch Punkt Trockner  Emitech, Ashford, UK 
Lyophilisator Alpha 1-4  Christ Laborgeräte, Osterode 
pH-Meter inoLab pH 720  WTW GmbH, Weilheim, D 
pH-Meter MP220  Denver Instrument GmbH, Göttingen, D 
Picodrop Microlitre Spectrophotometer  Bio-Rad-Laboratories, Hercules, USA 
Pipetten (10; 20; 100; 200; 1000 μl)  
Greiner Bio-One GmbH, Kremsmünster, Öster-
reich 
Pipettierhilfe accu jet®  pro Brand GmbH & Co KG, Wertheim, D 
Reinstwasseranlage „Ultra Clear plus“  Systemische Gesellschaft, Berlin, D 
Ribolyser  Hybaid, Teddington, UK 
Spektrophotometer SpectraMax M2  Molecular Devices, Ismaning, D 
Stepper „Multipette plus“  Eppendorf, Hamburg, D 
Sterilbank Typ Herasafe  Thermo Scientific, Waltham, USA 
Tpersonal Thermocycler  Biometra, Göttingen, D 
Thermoblock PCR T3  Biometra, Göttingen, D 
Vortex-Genie Touch Mixer  Scientific Industries, Bohemia, USA 
Vortex-Schüttler  VWR, Darmstadt, D 
Zentrifuge Varifuge 3.OR Heraeus, Hamburg, D 
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Tabelle 4: Software 
Software Entwickler 
GraphPad Prism 6.01 GraphPad Software Inc., La Jolla, USA 
Image J Fiji National Institute of Health, Bethesda, USA 
Microsoft Office Edition 2010 Microsoft Corporation, Redmond, USA 
Picodrop μl Spektrophotometer-Software 
Version 1.03 
Picodrop Ltd., SaffronWalden, UK 
SpectraMax-Software SoftMax® Pro 5.4 
MDS Analytical Technologies (US) Inc., 
Sunnyvale, USA 
Windows 7 Microsoft Corporation, Redmond, USA 
Zeiss Zen Imaging Software Carl Zeiss Microscopy GmbH, Jena, D 
 
2.2 Plasma-Quellen 
Zunächst wurden fünf unterschiedliche Plasma-Quellen hinsichtlich ihres antimikrobiellen 
Potentials miteinander verglichen. Die Plasma-Quellen sowie die genutzten Gase wurden 
dabei vom Leibnitz-Institut für Plasmaforschung und Technologie Greifswald (INP, Greifs-
wald, D) bereitgestellt. Alle Plasma-Behandlungen wurden unter Betreuung fachkundiger 
Mitarbeiter am INP Greifswald in Laboren mit S2-Sicherheitsstufe und Ozon-
Warneinrichtungen sowie unter spezieller Belüftung durchgeführt. Folgende Plasma-Quellen 
wurden zunächst miteinander verglichen: kHz-Jet, kINPen08, kINPen09 und kINPen® MED 
(entwickelt vom INP, Greifswald) sowie eine Plasma-Quelle mit dielektrisch behinderter Ent-
ladung (DBD, Cinogy, Duderstadt, D). Die kINPen Plasma-Quellen (siehe Abbildung 5) be-
stehen aus einer inneren Elektrode, die von einer dielektrischen Kapillare und einer geerde-
ten Ring-Elektrode umgeben ist (Weltmann et al. 2009; Woedtke et al. 2013). Durch die Ka-
pillare werden im Fall der vorliegenden Arbeit Argon und molekularer Sauerstoff dem zün-
denden Plasma zugeführt und eine Hochfrequenzspannung an die innere Elektrode ange-
legt.  




Abbildung 5: Schematische Darstellung einer kINPen Plasma-Quelle. Die Plasma-Quelle besteht aus einer 
inneren Elektrode (HF electrode) und einer dielektrischen Kapillare (capillary) (Mann et al. 2016).  
Der kHz-Jet besteht aus einer Injektionsnadel (innerer Durchmesser 1,5 mm; äußerer 
Durchmesser 2,0 mm), durch die das Argon-Sauerstoff-Gemisch den Plasma-Jet speist. An 
die Injektionsnadel wird eine sinusförmige Spannung angelegt, als Gegenelektrode dient 
das Substrat, auf das das Plasma dann appliziert wird. Bei der DBD wird die Elektrode durch 
eine dielektrische Oberfläche abgedeckt und wie beim kHz-Jet dient das Substrat als Ge-
genelektrode. Eine sinusförmige Spannung entzündet auch hier das Plasma zwischen der 
dielektrischen Oberfläche und der Gegenelektrode. Als Träger-Gas fungiert hier die Umge-
bungsluft.  
Tabelle 5: Charakteristische Parameter der verwendeten Plasma-Quellen. Mit (*) markierte Parameter stel-
len den Betrieb der Plasma-Quelle im „Burst“-Modus dar. Für den kINPenMed wurde eine „Burst“-
Wiederholungs-Frequenz von 2,5 kHZ, für die DBD eine Frequenz von 200 bis 300 Hz voreingestellt. Der 














kINPen08 1.5 MHz 1-5 5 slm 50 sccm 4-5 950 
kINPen09 1.1 MHz 2-6 5 slm 50 sccm 4-5 350 
kINPenMED 1.1 MHz* 2-6 5 slm 50 sccm 4-5 220 
















kHz-Jet 22 kHz 4-8.5 4 slm 40 sccm 1-2 100 
DBD 100 kHz* ~13 - - 1-2 - 
 
Wie von Weltmann et al 2009. beschrieben, wurde die Leistung der kINPen Quellen und des 
kHz-Jet an der Distanz zwischen Substrat und Plasma-Jet kalorimetrisch an einer Kupfer 
Unterlage mit angeschlossener Glasfaser-Temperatur-Sonde aufgezeichnet (Weltmann et 
al. 2009). Die gemessenen Leistungswerte sind in Tabelle 5 dargestellt. Die Leistung der 
DBD lag unterhalb der Detektionsgrenze und wurde daher nicht gemessen. Ein weiterer 
Unterschied zwischen den unterschiedlichen Quellen lag in der Art und Weise wie das 
Plasma entzündet wird sowie in der Plasma-Entladung. Die kINPen-Quellen zünden das 
Plasma innerhalb einer Kapillare durch eine dielektrisch behinderte Entladung des Argon-
Sauerstoff-Gemischs, sodass das Plasma kontinuierlich aus der Quelle auf das Substrat 
über die umgebende Luft entladen wird (Iseni et al. 2014). Durch Änderung elektrischer Pa-
rameter (z. B. Frequenz, Einschaltdauer und Spannungsamplitude) ist es möglich, die unter-
schiedlichen Quellen permanent an die jeweilige gewünschte Applikation anzupassen. Der 
kHz-Jet hingegen zündet ein anderes Plasma als die kINPen-Quellen, mittels sogenannter 
transient gezündeter Entladung von Argon (Gerling et al. 2013). Während das kontinuierlich 
gezündete Plasma der kINPen-Quellen durch Ableitströme im Bereich von I=10 mA über 
einen Zeitraum von 100 ns charakterisiert ist, sind für kHz-Jet über einen Zeitraum von nur 
10 ns Ableitströme im Bereich von I=1 A nachgewiesen. Daraus geht hervor, dass für beide 
Quellen-Typen unterschiedliche Mechanismen der Entladung zu Grunde liegen. Ein anderes 
Prinzip nutzt die DBD, welche kontinuierlich Plasma über die umgebende Luft entzündet 
(statistisch verteilt über die dielektrische Oberfläche). Außer der DBD benutzen alle Quellen 
einen aktiven Gasfluss (Argon + Sauerstoff) als Arbeitsgas. Unterschiede im Gasfluss und 
deren Einfluss auf bakterielle Biofilme wurden in der vorliegenden Arbeit vernachlässigt, da 
davon auszugehen ist, dass sowohl die kINPen-Quellen, als auch der kHz-Jet mit einer Gas-
fluss-Rate von 5 slm betrieben wurden. Weiterhin konnte durch Ermaloeva et al. 2011 ge-
zeigt werden, dass unterschiedliche Gasfluss-Raten keinen Einfluss auf die Vitalität bakteri-
eller Biofilme haben (Ermolaeva et al. 2011). 




In der nachfolgenden Tabelle 6 ist der verwendete Bakterienstamm S. epidermidis RP62A 
sowie seine Modifikationen mit entsprechender Kurzcharakteristik sowie Herkunft zusam-
mengestellt. 
Tabelle 6: Verwendete Bakterienstämme 
Stammbezeichnung Kurzcharakteristik Referenz 
Staphylococcus epidermidis 






Sepsis, Tennessee; ATCC 
35984 
Staphylococcus epidermidis 






5 slm Argon, 1 % O2), 1 min, 
1x PBS 
Staphylococcus epidermidis 






5 slm Argon, 1 % O2), 3 min, 
1x PBS 
Staphylococcus epidermidis 





Gasgemisch (kINPen08, 5 
slm Argon, 1 % O2), 1 min, 
1x PBS 
Staphylococcus epidermidis 





Gasgemisch (kINPen08, 5 
slm Argon, 1 % O2), 3 min, 
1x PBS 
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2.4 Kulturmedien, Puffer und Lösungen 
Tabelle 7: Kulturmedien, Puffer und Lösungen 
TSB-Medium (800 ml, pH=7,5) 
TSB 24.0 g 
A. dest. ad 800 ml 
10x PBS (phosphate buffered saline, 1 l, pH=7,4)  
NaCl 1,37 M 
KCl 0,027 M 
KH2PO4 0,015 M 
Na2HPO4 x 2 H2O  0,079 M 
 
Alle Medien, Puffer und Lösungen wurden vor ihrer Verwendung bei 121 °C, 2 bar für 20 min 
autoklaviert. Hitzelabile Zusätze wie Gentamicin, Erythromycin und Ampicillin wurden nach 
Sterilfiltration ab einer Temperatur < 50 °C hinzugefügt. Zur Herstellung einer 1x PBS-
Lösung wurde die 10x PBS-Lösung 1:10 in Aqua dest. verdünnt und anschließend autokla-
viert.  
2.5 Bakterien-Kultivierung und Stammhaltung 
Die Kultivierung von S. epidermidis erfolgte in Tryptic-Soy-Broth Komplexmedium (TSB-
Medium, Applichem GmbH, Darmstadt, D). Als Festmedium diente kommerziell erworbener 
Columbia Blutagar (COL, BD, Franklin Lakes, USA) sowie TSB-Agar. Zur Herstellung der 
Festmedien wurden 1,5 % Agar (w/v) dem Medium vor dem Autoklavieren hinzugefügt.  
Zur längerfristigen Aufbewahrung der Bakterien-Stämme wurden diese in TSB-Medium bis 
zu ihrer stationären Wachstumsphase kultiviert (37 °C, 5 % CO2) und anschließend zentrifu-
giert (10 min, 3500 rpm, RT). Das entstandene Pellett wurde dann in 90 % Medium und 
10 % Glycerin (steril, 99%ig) resuspendiert und in CryoTubeTM Vials (NUNC, DK) überführt. 
Die Lagerung der Bakterien-Stämme erfolgte bei -80 °C (Langzeitlagerung) bzw. bei -20 °C 
(kurze Lagerung). Zur Herstellung von Flüssigkulturen wurden kryokonservierte 
S. epidermidis Stämme in 20 ml TSB-Medium mit einer sterilen Impföse inokuliert und an-
schließend bei 37 °C, 5 % CO2 bis zum Erreichen ihrer stationären Wachstumsphase kulti-
viert. 
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2.6 Biofilmbildung von S. epidermidis auf TiAlV-Oberflächen unter sta-
tischen Bedingungen 
Zur Untersuchung der Biofilmbildung wurde S. epidermidis RP62A bis zum Erreichen seiner 
stationären Wachstumsphase in TSB-Medium bei 37 °C, 5 % CO2-Atmosphäre kultiviert. 
Anschließend wurden die Bakterien zentrifugiert (10 min, 3500 rpm, Raumtemperatur) und 
die erhaltenen Bakteriensedimente mit 1x PBS gewaschen. Nach erneuter Zentrifugation 
unter obigen Bedingungen, wurden die Sedimente in 1 ml 1x PBS resuspendiert und die 
Bakterien auf ihre zuvor experimentell ermittelte spezifische optische Dichte bei 600 nm 
(OD600) von 0,35 (ca. 10
8 KBE/ml) eingestellt. Anschließend wurde die Bakteriensuspension 
schrittweise in TSB-Medium verdünnt, um eine Bakterienzahl von ca. 1x103 KBE/ml zu er-
reichen. Als Modelloberflächen für die Biofilmbildung dienten Korund-gestrahlte (Alumini-
umoxid Partikel, 500 -600 mm, 6 bar) Probekörper aus Ti6Al4V mit einem Durchmesser von 
11 mm, einer Dicke von 1 mm und einer Rauheit von 20-28 µm (DOT GmbH, Rostock, D). 
Diese wurden zur Sterilisation bei 121 °C, 2 bar für 20 min autoklaviert und in 24-Well-
Mikrotiter-Platten überführt. In diese wurde die Bakteriensuspension inokuliert und über ei-
nen Zeitraum von sieben Tagen bei 37 °C, 5 % CO2-Atmosphäre kultiviert. Ein vollständiger 
Mediumwechsel mit frischem TSB-Medium erfolgte alle drei Tage. 
Zur Untersuchung der unterschiedlichen Plasma-Quellen wurden die Biofilme auf sterilen 
TCPS-Deckgläschen von 13 mm Durchmesser (Nunc, Wiesbaden; D) für sieben Tage unter 
obigen Bedingungen in TSB-Medium kultiviert. 
2.7 Charakterisierung von Biofilmen von S. epidermidis auf TiAlV-
Oberflächen 
2.7.1 Vitalitätsuntersuchung mittels Lebendkeimzahlbestimmung (LKZ) 
Zur Untersuchung der Vitalität von S. epidermidis Bakterien wurden die Lebendkeimzahlen 
auf den TiAlV-Probekörpern kultivierten Biofilmen sowie den planktonischen Bakterien im 
Überstand quantifiziert. Dazu wurden die Überstände in 1,5 ml Eppendorf-Reagenzgefäßen 
gesammelt. Anschließend wurden die Probekörper mit 1x PBS gespült und die Spüllösung 
verworfen. Die Probekörper wurden dann in sterile Glas-Reagenzgläser (Greiner Bio-One 
International AG, Kremsmünster, A) mit 1 ml 1x PBS überführt und die Biofilme mit Hilfe ei-
nes Ultraschallbads (BactoSonic, Bandelin Electronic GmbH & Co. KG Berlin, D) für 4 min 
bei 35 kHz von den Probekörpern gelöst (modifiziert nach Holinka et al. 2011; Patenge et al. 
2012). Die entstandene Bakteriensuspension wurde im Anschluss seriell in 1x PBS verdünnt 
und 100 µl der Verdünnungsstufen mittels Glasperlen auf TSB-Agarplatten ausplattiert. 
Nach Inkubation bei 37 °C, 5 % CO2-Atmosphäre für mindestens 24 h wurde die Anzahl Ko-
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loniebildender Einheiten (KBE/ml) pro Verdünnungsstufe bestimmt. Die Lebendkeimzahlen 
der Überstände der Biofilme wurden wie oben beschrieben mittels serieller Verdünnung in 
1x PBS und Kultivierung auf TSB-Agarplatten quantifiziert. 
2.7.2 Vitalitätsuntersuchung nach Lebend/tot-Färbung mittels Fluoreszenz-
Mikroskopie  
Zur qualitativen Darstellung der Verteilung lebender und toter S. epidermidis Bakterien in-
nerhalb der Biofilmstrukturen auf TiAlV-Probekörpern wurden dieses mit Hilfe des BacLight 
Live/Dead Bacterial Viability Kit (Thermo Fisher Scientific, Darmstadt, D) angefärbt. Die her-
gestellte Färbelösung (1:1000 in 1x PBS) wurde zu den gewaschenen Biofilmstrukturen auf 
den TiAlV-Probekörpern gegeben, diese für 15 min im Dunkeln inkubiert und anschließend 
mit dem Fluoreszenzmikroskop Zeiss LSM 780 (Carl Zeiss Microscopy GmbH, Jena, D) 
bzw. Olympus BX60 (Olympus, Hamburg, D) analysiert. Das BacLight Live/Dead Bacterial 
Viability Kit (Thermo Fisher Scientific, Darmstadt, D) ist ein kommerziell erhältliches Färbe-
Kit zur Darstellung lebender und toter Bakterien. Der Farbstoff besteht aus zwei fluoreszie-
renden Komponenten (Syto 9, Propidium-Iodid), die Bakterien unterschiedlich penetrieren. 
Syto9 ist ein grün fluoreszierender, neutral geladener Farbstoff und bindet sowohl an die 
Nukleinsäuren lebender, als auch toter bzw. nicht mehr kultivierbarer Bakterien. Propidium-
Iodid (PI) ist ein positiv geladener, rot fluoreszierender Farbstoff, der er auf Grund seiner 
Ladung nur beschädigte Zellwände passieren kann und somit an Nukleinsäuren toter Bakte-
rien bindet. Dabei verdrängt er Syto9 von der DNA der toten Bakterien, sodass letztlich alle 
lebenden Bakterien grün fluoreszierend und alle toten Zellen rot fluoreszierend dargestellt 
werden. Beide Komponenten wurden 1:1 gemischt und 1:1000 in PBS verdünnt. Die ge-
mischte Färbelösung wurde entweder direkt für die Lebend/Tot-Färbung der Bakterien in-
nerhalb der Biofilme eingesetzt, oder zur längerfristigen Aufbewahrung wie die Einzelkom-
ponenten bei -20 °C aufbewahrt. Nach Färbung der Biofilme wurden diese mit 3,7 % For-
maldehyd-Lösung für mindestens eine Stunde fixiert. Zur längerfristigen Aufbewahrung der 
gefärbten und fixierten Biofilme wurden diese bei 4 °C in 24-Well-Mikrotiterplatten gelagert.  
Mittels konfokaler Laser-Raster-Mikroskopie wurden die Biofilme auf den TiAlV-
Probekörpern dargestellt. Konfokale Laser-Raster Mikroskope stellen eine besondere Form 
der Lichtmikroskope dar. Sie ermöglichen die drei-dimensionale Abbildung von Strukturen, 
indem sie optische Schnitte von der zu untersuchenden Probe anfertigen. Diese werden 
dann digital zu einem drei-dimensionalen Bildstapel zusammengefügt. Das Prinzip der kon-
fokalen Laser Raster Mikroskope liegt in der konfokalen Anordnung einer Anregungs- und 
einer Detektionslochblende („Pinhole“). Das heißt, dass beide Lochblenden einen gemein-
samen Brennpunkt besitzen. Somit werden nur Objektbereiche, die sich in der Fokusebene 
des Objektivs befinden abgebildet. Die Verschiebung des Fokuspunktes in einer Ebene 
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(„scannen“) führt zur Aufnahme optischer Schnitte durch die Probe. In der vorliegend Arbeit 
wurde das konfokale Laser-Raster-Mikroskop Zeiss LSM780 (Carl Zeiss Microscopy GmbH, 
Jena, D) mit einem Objektiv mit 20-facher Vergrößerung verwendet und mit der Software 
Zeiss Zen (Carl Zeiss Microscopy GmbH, Jena, D) prozessiert. Die Anregung der Fluores-
zenz-Farbstoffe erfolgte mit einem Argon-Laser bei 488 nm sowie mit einem Helium/Neon-
Laser bei 594 nm. Weiterhin wurden die gefärbten Biofilme mit dem Fluoreszenzmikroskop 
BX60 (Olympus, Hamburg, D) unter Verwendung der Filter U-MWB (Ex 470-490, Em 520 
nm) sowie U-MWG (Ex 510-550, Em 590 nm) visualisiert. Die Auswertung der Bilder erfolgte 
mittels der Software ImageJ Fiji (National Institute of Health, Bethesda, USA). 
2.7.3 Quantifizierung der Biofilmmasse mittels Kristall-Violett-Färbung 
Zur Quantifizierung der Biofilmmasse von S. epidermidis auf TiAlV-Probekörpern wurde eine 
bereits etablierte Kristall-Violett-Färbung angewendet (Shen et al. 2013). Kristall-Violett bin-
det dabei an die bakteriellen Oberflächen sowie an die EPS-Matrix der Biofilme, nicht aber 
an die TCPS-Oberfläche der Mikrotiter-Platten bzw. die TiAlV-Probekörper. Die Biofilme auf 
den Probekörpern wurden dazu mit 1x PBS gewaschen und anschließend für mindestens 
20 min mit 0,1 % Kristall-Violett-Lösung gefärbt. Nach dreimaligem Waschen mit Aqua dest. 
wurde das gebundene Kristall-Violett aus den Biofilmstrukturen gelöst. Dazu wurden die 
Biofilme für 15 min mit 1 % SDS bei Raumtemperatur gespült, die Spüllösung in 96-Well-
Mikrotiterplatten überführt und die anschließend Absorption im Spektrophotometer 
(SpectraMax M2, Molecular Devices, Sunnyvale, USA) bei einer Wellenlänge von 570-
590 nm gemessen. Als Leerwert diente die 1 % SDS-Lösung. Die Messwerte wurden in der 
darauffolgenden Berechnung auf die Größe der Oberfläche der Probekörper normiert. 
2.7.4 Darstellung der Biofilm-Morphologie mittels Raster-Elektronenmikroskopie 
(REM) 
Die Untersuchung der Biofilm-Morphologie erfolgte mit Hilfe der Raster-
Elektronenmikroskopie am Elektronenmikroskopischen Zentrum der Universitätsmedizin 
Rostock (EMZ, Rostock, D). Im Vergleich zur Lichtmikroskopie bietet die Elektronenmikro-
skopie den entscheidenden Vorteil, dass ein höheres Auflösungsvermögen und eine größere 
Tiefenschärfe erzeugt werden kann. Dabei wird in einem evakuierten Zylinder über Glühe-
mission aus einer Kathode ein Elektronenstrahl (Primärelektronenstrahl) durch ein elektri-
sches Feld bis zur Anode beschleunigt. Dieser Elektronenstrahl wird durch elektromagneti-
sche Linsen auf einen Durchmesser von bis zu 3 nm verkleinert und auf einen Punkt auf der 
Probenoberfläche fokussiert. Über Ablenkspulen wird dann zeilenförmig die Probenoberflä-
che abgetastet. Die durch Wechselwirkungen mit dem Primärelektronenstrahl entstehenden 
Sekundärelektronen aus den Atomen der Probenoberfläche werden mit einem geeigneten 
Detektor aufgenommen und in eine Graustufeninformation umgewandelt. Dabei beeinflusst 
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die Oberflächenbeschaffenheit der Probe die Detektion der verschiedenen Signalstärken. 
Proben, die mit Hilfe der Raster-Elektronenmikroskopie untersucht werden, müssen vaku-
umstabil sein, d.h. frei von Wasser, Lösungsmitteln und anderen Stoffen. In der vorliegenden 
Arbeit wurden die Biofilme auf TiAlV-Probekörpern zunächst mit 1x PBS gewaschen und 
anschließend für mindestens 24 h in REM-Fixierpuffer mit 2,5 % Glutardialdehyd bei 4 °C 
fixiert. Die fixierten Proben wurden dann im EMZ der Universitätsmedizin mit Natriumphos-
phatpuffer (0,1 M, pH 7,4) gespült und in einer aufsteigenden Ethanolreihe (5 min 30 % 
Ethanol; 5 min 50 % Ethanol; 10 min 70 % Ethanol; 15 min 90 % Ethanol; 2x 10 min 100 % 
Ethanol) getrocknet. Anschließend wurden die Biofilme auf den Probekörpern einer „Kritisch 
Punkt-Trocknung“ (Emitech, Ashford, GB) nach Herstellerangaben unterzogen. Hierbei wur-
de das Ethanol in der Probe durch flüssiges CO2 ausgetauscht und in der Probenkammer 
auf maximal 32 °C aufgeheizt. Dies wiederum führt zu einer Erhöhung des Drucks innerhalb 
der Probenkammer auf 72 bar. Der kritische Punkt war erreicht, wenn das flüssige CO2 vom 
flüssigen in den gasförmigen Aggregatszustand überging. Die getrockneten Proben wurden 
dann mit einer 10 nm Schicht aus Gold bedampft (sogenanntes sputtern) und mit dem Elekt-
ronenmikroskop Merlin VP compact (Carl Zeiss Microscopy GmbH, Jena, D) analysiert.  
2.8 Plasmabehandlung von Biofilmen 
Um die Wirkung von kaltem Atmosphärendruckplasma auf S. epidermidis Biofilme zu unter-
suchen wurden diese zunächst auf TCPS-Deckgläschen bzw. TI6Al4V-Probekörpern über 
einen Zeitraum von sieben Tagen kultiviert (siehe 2.6). Anschließend wurden die Probekör-
per in neue sterile 24-Well-Mikrotiter-Platten überführt, mit 1x PBS überschichtet und für die 
Plasmabehandlung an das INP in Greifswald transportiert. Die Plasmabehandlung der Pro-
bekörper bzw. TCPS-Deckgläschen erfolgte in Petrischalen (Ø 35 mm, Nunc, Roskilde, DK), 
die für jede Plasmabehandlung mit frischem 1x PBS versehen wurden, um einen Austrock-
nungseffekt der Biofilme durch Plasma zu vermeiden. Alle unter Abschnitt 2.2 charakterisier-
ten Plasma-Quellen wurden für die Behandlung zentral über den Probekörpern bzw. TCPS-
Deckgläschen fixiert. Dafür wurden die kINPen Plasma-Quellen in einer Portalmaschine be-
festigt. Der kHz-Jet wurde mit Hilfe einer Stativstange und Klemmen über den Proben fixiert, 
während die DBD freihändig zentral über den Proben gehalten wurde. Die Plasma-Quellen 
vom Typ kINPen sowie der kHz-Jet wurden mit einem Gasflussrate von 5 slm und einem 
Gemisch aus Argon und 1 % molekularem Sauerstoff betrieben. Für die DBD wurde wie 
schon unter 2.2 beschrieben die umgebende Luft als Trägergas verwendet. In der Petrischa-
le befestigte selbstklebende Kupferfolie (Breite ca. 20 mm, Stärke ca. 0,035 mm, Würth 
Elektronik, Niedernhall, D) diente für die DBD sowie den kHz-Jet als Gegenelektrode. Da die 
Plasma-Quellen an unterschiedlichen Behandlungstagen unterschiedliche Plasma-Jets er-
zeugten, wurden die Plasma-Quellen für die Plasma-Behandlung so über den Proben fixiert, 
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dass jedes Mal die Spitze des Plasma-Jets die Probekörper bzw. Deckgläschen berührte. 
Die Biofilme auf den Probekörpern bzw. Deckgläschen wurden für 1 min, 3 min oder 5 min 
mit den Plasma-Quellen behandelt (siehe Abbildung 6). Anschließend wurden Proben in 
neue sterile 24-Well-Mikrotiter-Platten überführt und 15 Mal mit 1x PBS gespült. Die Spüllö-
sungen wurden in 1,5 ml Eppendorf-Reaktionsgefäßen gesammelt, um diese im Labor des 
Instituts für Medizinische Mikrobiologie, Virologie und Hygiene der Universitätsmedizin 
Rostock (IMIKRO, Rostock, D) weiter zu bearbeiten. Für den Transport wurden die gespül-
ten Probekörper mit 1x PBS überschichtet, um Austrocknungseffekte auf dem Transportweg 
zu vermeiden. Als Kontrollen dienten Biofilme auf den Probekörpern bzw. TCPS-
Deckgläschen, die nicht mit Plasma bzw. nur mit dem Gasgemisch aus Argon und 1 % Sau-
erstoff behandelt wurden. Zur besseren Vergleichbarkeit wurden auch diese den Transport-
wegen ausgesetzt. 
 
Abbildung 6: Schematische Darstellung der Versuchsabläufe während der Plasma-Behandlung von Bio-
filmen von S. epidermidis. 
Der Vergleich der unter 2.2 charakterisierten Plasma-Quellen erfolgte ausschließlich hin-
sichtlich ihres antimikrobiellen Potentials. Dazu wurden sowohl die gespülten Lösungen 
(planktonische Bakterien) sowie die Biofilme auf den Probekörpern bzw. TCPS-
Deckgläschen nach der Plasma-Behandlung wie unter 2.7.1 beschrieben mittels Lebend-
keimzahlbestimmung untersucht. Zur Bestimmung der Morphologie sowie der Verteilung 
lebender und toter Bakterien innerhalb der Plasma-behandelten Biofilme wurden diese wie 
unter 2.7.2 und 2.7.4 entsprechend gefärbt bzw. fixiert und getrocknet, um diese anschlie-
ßend mit Hilfe der beiden Mikroskopie-Techniken zu untersuchen. Im Anschluss daran er-
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folgte eine Auswahl der Plasma-Quelle mit dem größten antimikrobiellen Potential und der 
für diese Arbeit relevanten Behandlungszeiträume. Alle folgenden Versuche wurden mit dem 
kINPen08 und Behandlungszeiten von einer bzw. drei Minuten durchgeführt. 
2.9 Untersuchung der Revitalisierung von S. epidermidis Biofilmen 
nach Plasma-Behandlung 
Zur Untersuchung der längerfristigen Wirkung von Plasma auf die Biofilme von 
S. epidermidis RP62A wurden diese nach der Plasma-Behandlung für eine bzw. drei Minu-
ten erneut kultiviert. Dazu wurden die Biofilme auf den Probekörpern nach der Plasma-
Behandlung 15 Mal mit 1x PBS gespült und anschließend in eine neue 24-Well-Mikrotiter-
Platte überführt. Nachfolgend wurden die Biofilme mit frischem TSB-Medium überschichtet 
und für weitere 24 h bei 37 °C, 5 % CO2 kultiviert. Als Kontrollen dienten unbehandelte Bio-
filme sowie Biofilme, die nur dem Gasgemisch ausgesetzt waren. Im Anschluss daran wurde 
die Vitalität der Biofilme (siehe 2.7.1 und 2.7.2), die Biofilmmasse (siehe 2.7.3) sowie die 
Morphologie (siehe 2.7.4) dieser untersucht. 
2.10 Wachstumskinetik von S. epidermidis nach Plasma-Behandlung der 
Biofilme 
Um das Wachstumsverhalten von S. epidermidis nach Plasma-Behandlung der Biofilme auf 
den TiAlV-Probekörpern zu untersuchen, wurden diese zunächst wie unter 2.7.1 mittels Ult-
raschall-Behandlung von der Oberfläche der Probekörper gelöst. Anschließend wurden die-
se in frischem TSB-Medium 1:10 inokuliert und in Triplikaten in 96-Well-Mikrotiter-Platten 
überführt. Das Wachstum der so inokulierten Bakterien wurde dann über die Bestimmung 
der OD600 im Spektrophotometer (Spectramax M2) über einen Zeitraum von 24 h bei 37 °C 
analysiert. Die optische Dichte wurde dabei stündlich ab dem Zeitpunkt der Inokulation ge-
messen. Als Leerwert diente steriles TSB-Medium. Das Wachstumsverhalten der unbehan-
delten bzw. mit dem Gasgemisch behandelten abelösten Biofilme wurden als Referenz unter 
obigen Bedingungen analysiert. Die Zunahme der Extinktion über den Zeitraum von 24 h 
wurde halblogarithmisch mit Hilfe von GraphPad Prism dargestellt. Dabei entspricht der line-
are Anstieg der Kurve der exponentiellen Wachstumsphase. Aus diesem Bereich wurde so-
wohl die Wachstumsrate (μ) als auch die Verdopplungszeit (td) bestimmt. 
 
µ = log(𝑥(𝑡2)) −
log(𝑥(𝑡1))
log(𝑒)
∗ (𝑡2 − 𝑡1) 
𝑡𝑑 = ln(2) /µ 
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µ Wachstumsrate [1/h] 
𝑥(𝑡1), 𝑥(𝑡2) Messwerte zu den Zeitpunkten t1 und t2 
𝑒 Eulersche Zahl (2,718281828459) 
𝑡1, 𝑡2 Zeitpunkte der Messung 
𝑙𝑜𝑔 Logarithmus zur Basis 10 
𝑡𝑑 Verdopplungszeit [h] 
𝑙𝑛 Logarithmus zur Basis e (Logarithmus naturalis) 
2.11 Untersuchung der Empfindlichkeit von S. epidermidis gegenüber 
ausgewählter Antibiotika nach Plasma-Behandlung 
Um mögliche Antibiotikaresistenzen von S. epidermidis RP62A nachzuweisen, wurde zu-
nächst in der Routinediagnostik des IMIKRO der Universitätsmedizin Rostock ein Antibio-
gramm (VITEK® 2, bioMérieux, Nürtingen, D) von S. epidermidis RP62A angefertigt. In der 
nachfolgenden Tabelle sind die untersuchten Resistenzen sowie ausgewählt minimale 
Hemmkonzentrationen (MHK) aufgelistet. 
Tabelle 8: Auszug Antibiogramm S. epidermidis RP62A. Der Nachweis erfolgte mittels VITEK 2, es sind nur 
die Antibiotika und MHK dargestellt, für die eine Resistenz nachgewiesen wurde. Fettgedruckte Antibiotika 
wurden für weiterführende Versuche genutzt. 
Antibiotikum Interpretation 




Gentamicin Resistent, MHK = 4 
Clindamycin Resistent, MHK ≥ 8 
Erythromycin Resistent, MHK ≥ 8 
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2.11.1 Bestimmung der minimalen Hemmkonzentration von Ampicillin, Erythromycin 
und Gentamicin 
Zur Bestimmung der MHK von Ampicillin, Erythromycin und Gentamicin wurden kommerziell 
erhältliche E-Test-Streifen verwendet (bioMérieux, Nürtingen, D). E-Test-Streifen sind ge-
brauchsfertige Kunststoffstreifen, die mit einem vorgefertigten, stabilen Gradienten (15 Kon-
zentrationsstufen/Streifen) eines Antibiotikums beschichtet sind. Die Nutzung erfolgte nach 
Herstellerangabe. Dazu wurden zunächst wie unter 2.7.1 beschrieben, die Biofilme nach der 
Plasma-Behandlung sowie die Kontrollen mittels Ultraschall von den TiAlV-Probekörpern 
entfernt. Nach der Entnahme von jeweils 100 µl Bakteriensuspension für die LKZ-
Bestimmung bzw. Wachstumskinetik, wurde die restliche Suspension für die Bestimmung 
der MHK genutzt. Zunächst wurde die OD600 von allen behandelten Biofilmen nach Ultra-
schall ermittelt. Die Probe mit der geringsten optischen Dichte wurde dann zur Normierung 
der anderen Proben herangezogen, sodass diese entsprechend verdünnt wurden. Anschlie-
ßend wurde mit Hilfe eines sterilen Wattestäbchen (Nerbe plus Germany, Winsen/Luhe, D) 
die Bakteriensuspension gleichmäßig auf einer TSB-Agar-Platte verteilt sowie mit einem E-
Test-Streifen versehen. Diese wurden dann für 24 h bei 37 °C, 5 % CO2-Atmosphäre inku-
biert. Die MHK [µg/ml] wurde anschließend anhand eines Hemmhofs um den E-Test-
Streifen herum entsprechend der Herstellerangaben bestimmt. In Abbildung 7 ist exempla-
risch eine Agar-Platte mit E-Test-Streifen und entsprechendem Hemmhof dargestellt. 
 
Abbildung 7: Exemplarische Darstellung der MHK-Bestimmung mittels E-Test. Anhand der Hemmhöfe um 
die E-Test-Streifen herum (Levofloxacin und Gentamicin) konnte die MHK [µg/ml] dieser Antibiotika bestimmt 
werden. Sobald der Hemmhof die MHK-Skala des E-Test-Streifen berührt, ist die Konzentration erreicht, die 
hemmend auf das Bakterienwachstum wirkt. 
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2.11.2 Untersuchung zur Empfindlichkeit des Biofilms von S. epidermidis in Anwe-
senheit von Gentamicin-Sulfat nach Plasma-Behandlung 
Aus dem Antibiogramm von S. epidermidis RP62A wird deutlich, dass für S. epidermidis 
RP62A eine Resistenz unter anderem gegenüber Gentamicin besteht. Auf Grund der bereits 
bekannten gesteigerten Unempfindlichkeit von Biofilmen gegenüber Antibiotika (Stewart und 
Costerton 2001), wurde in der vorliegenden Arbeit die Empfindlichkeit der Biofilme gegen-
über Gentamicin-Sulfat nach Plasma-Behandlung untersucht. Gentamicin-Sulfat wurde dazu 
in einer Konzentration von 3,75 mg/ml in TSB-Medium gelöst. Die eingesetzte Konzentration 
entspricht der klinisch relevanten Dosis bei Patienten mit infizierten Hüftarthroplastien (Regis 
et al. 2013). Zur Untersuchung der Empfindlichkeit von Biofilmen gegenüber Gentamicin-
Sulfat wurden diese zunächst wie unter 2.6 beschrieben auf Ti6Al4V-Oberflächen kultiviert. 
Nach der Plasma-Behandlung für eine bzw. drei Minuten (siehe 2.8) wurden die Biofilme mit 
1x PBS 15 Mal gespült und mit Hilfe einer sterilen Pinzette in eine 24-Well-Mikrotiter-Platte 
überführt. Als Kontrollen dienten unbehandelte Biofilme sowie nur dem Gasgemisch expo-
nierte Biofilme. Die Biofilme nach Plasma-Behandlung sowie die Kontrollen wurden dann mit 
TSB und Gentamicin-Sulfat (3,75 mg/ml) für weitere 24 h bei 37 °C, 5 % CO2–Atmosphäre 
kultiviert. Im Anschluss wurde die Vitalität der Biofilme mittels Lebendkeimzahl und CLSM 
nach Lebend/Tot-Färbung sowie die Morphologie der Biofilme mittels REM untersucht. Mit 
Hilfe der Kristall-Violett-Färbung wurde weiterhin die Biofilmmasse quantifiziert. 
2.11.3 Revitalisierung der Biofilme von S. epidermidis nach Plasma-Behandlung in 
Anwesenheit von Gentamicin-Sulfat 
Um wie unter 2.9 beschrieben, die längerfristige Wirkung von Plasma und zusätzlicher Anti-
biose auf Biofilme von S. epidermidis zu untersuchen, wurden diese wie oben schon be-
schrieben erneut für 24 h bei 37 °C, 5 % CO2-Atmosphäre kultiviert. Dazu wurden auch in 
diesem Versuch die Plasma-behandelten Biofilme 15 Mal mit 1x PBS gespült und in neue 
24-Well-Mikrotiter-Platten überführt. Anschließend wurden die Biofilme für 24 h mit TSB-
Medium und Gentamicin-Sulfat (3,75 mg/ml) unter obigen Bedingungen kultiviert. Die Biofil-
me wurden dann erneut 1 Mal mit 1x PBS gespült und für weitere 24 h mit TSB-Medium wie 
oben kultiviert. Im Anschluss daran wurden die Biofilme wie unter 2.9 beschrieben unter-
sucht. 
2.11.4 Untersuchung der Empfindlichkeit von S. epidermidis nach Plasma-
Behandlung gegenüber ausgewählter Antibiotika im planktonischen Zustand 
Wie aus dem Antibiogramm ersichtlich, wurden für den verwendeten Stamm S. epidermidis 
RP62A diverse Antibiotika-Resistenzen festgestellt, u.a. gegenüber Ampicillin, Erythromycin 
und Gentamicin. Um die Empfindlichkeit von S. epidermidis RP62A gegenüber diesen im 
planktonischen Zustand nach Plasma-Behandlung zu untersuchen, wurden Wachstumski-
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netiken mit unterschiedlichen Antibiotika-Konzentrationen aufgenommen. Die zunächst im 
Biofilm dem Plasma exponierten Bakterien wurden wie unter 2.7.1 beschrieben mittels Ultra-
schall von den TiAlV-Probekörpern abgelöst. Anschließend wurde die spezifische OD600 von 
0,35 in 1x PBS eingestellt. Die so eingestellten Bakterien wurden daraufhin 1:10 in TSB-
Medium und unterschiedlichen Konzentrationen von Ampicillin, Erythromycin bzw. Gentami-
cin (1 µg/ml, 10 µg/ml, 100 µg/ml, 1000 µg/ml) verdünnt und in Triplikaten in 96-Well-
Mikrotiter-Platten überführt. Im Anschluss daran wurden die Bakterien wie unter 2.10 be-
schrieben bei 37 °C im Spektrophotometer (Spectramax M2) kultiviert und stündlich die 
OD600 bestimmt. 
2.12 Untersuchung zur Resistenz von S. epidermidis RP62A gegenüber 
kaltem Atmosphärendruckplasma 
Um eine mögliche Resistenz bzw. Unempfindlichkeit von S. epidermidis gegenüber kaltem 
Atmosphärendruckplasma zu untersuchen, wurde zunächst ein Agarplatten-basiertes Ver-
fahren angewendet, bei dem Isolate aus einer Inhibitionszone nach einer ersten Plasmaex-
position einer zweiten Plasma-Behandlung ausgesetzt wurden (siehe Abbildung 8). Dazu 
wurden 100 µl einer Bakteriensuspension mit einer Konzentration von 108 KBE/ml mittels 
sterilem Wattetupfer auf einer TSB-Agar-Platte gleichmäßig verteilt und für 1 h bei Raum-
temperatur getrocknet. Anschließend erfolgte die Plasma-Behandlung für 1 min bzw. 3 min 
mittig über der Agar-Platte. Der Abstand des Plasma-Jets zur Agar-Platte wurde so gewählt, 
dass dieser gerade so die Oberfläche der Agar-Platte berührte. Zusätzlich wurden zur Kon-
trolle Agar-Platten mit dem Argon-Sauerstoff-Gasgemisch behandelt. Die so behandelten 
Agar-Platten wurden dann für 24 h bei 37 °C, 5 % CO2 kultiviert und anschließend entstan-
dene Hemmhöfe mit Hilfe eines Lineals vermessen. Überlebende Kolonien aus dem Hemm-
hof-Bereich wurden dann in TSB-Medium für 24 h weiter kultiviert. Diese Übernachtkulturen 
wurden im Anschluss auf eine Konzentration von 108 KBE/ml eingestellt und erneut in Tripli-
katen auf TSB-Agar verteilt. Diese wurden dann jeweils mit Plasma für 1 min bzw. 3 min 
sowie mit dem Gasgemisch wie oben beschrieben behandelt. Die Agar-Platten wurden an-
schließend für 24 h unter obigen Bedingungen kultiviert und erneut die Hemmhof-
Durchmesser quantifiziert. Die verdünnten Bakteriensuspensionen der überlebenden Kolo-
nien wurden dann auf ihre Sensitivität gegenüber Wasserstoffperoxid untersucht. Dazu wur-
den die Bakterien 1:10 in TSB-Medium mit unterschiedlichen Konzentrationen Wasserstoff-
peroxid (1 %, 3 % und 10 %) verdünnt und in eine 96-Well-Mikrotiter-Platte überführt. An-
schließend wurde die optische Dichte (OD600)der Suspensionen über 24 h bei 37 °C im 
Spektrophotometer wie unter 2.10 beschrieben bestimmt. Als Kontrolle diente S. epidermidis 
aus einer frischen Vorkultur. 




Abbildung 8: Darstellung Behandlungsschema Plasma-Resistenz-Test modifiziert nach Mai-Prochnow et 
al. 2015. TSB-Agar-Platten wurden mit einer Bakteriensuspension (10
8
 KBE/ml) für eine Stunde kultiviert und 
anschließend mit Plasma bzw. Argon-Sauerstoff-Gasgemisch für 1 min und 3 min behandelt. Hemmhof-
Durchmesser wurden nach 24 h Kultivierung bestimmt und überlebende Kolonien erneut kultiviert, um diese 
erneut auf einer Agar-Platte zu verteilen für eine weitere Plasma-Behandlung. 
 
2.13 Statistische Analysen 
Statistische Analysen, wie das Berechnen von Mittelwerten und Standardabweichungen 
u.a., wurden mit Microsoft Excel 2010 und GraphPad Prism 6.01 vorgenommen. Alle Expe-
rimente wurden, wenn nicht anders vermerkt mit mindestens 4 biologischen Replikaten 
durchgeführt. Berechnungen hinsichtlich der Signifikanz erfolgten mit GrapPad Prism 6.01. 
Ein zweiseitiger Test (2way ANOVA) mit Dunnett Korrektur diente der Ermittlung der Signifi-
kanzen (p-Wert), wobei p-Werte ≤ 0,05 als signifikant, p-Werte ≤ 0,01 als stark signifikant 






3.1 Plasmabehandlung von Biofilmen 
3.1.1 Antimikrobielles Potential verschiedener Plasma-Quellen 
Zunächst wurde die antimikrobielle Wirksamkeit von kalten Plasmen unterschiedlicher Quel-
len auf Biofilme von S. epidermidis untersucht. In diesem ersten experimentellen Vergleich 
wurden Biofilme von S. epidermidis auf TCPS-Oberflächen für sieben Tage kultiviert. Die 
Plasma-Behandlung erfolgte am INP Greifswald mit dort bereits etablierten Quellen. Die 
Biofilme auf den TCPS-Oberflächen wurden jeweils für eine bzw. drei Minuten punktuell in 
1x PBS mit den Plasmen behandelt. Um einen Wachschritt während operativer Eingriffe zu 
simulieren, wurden die Biofilme nach der Plasma-Behandlung 15 mal mit 1x PBS gespült. 
Anschließend erfolgte eine Quantifizierung der vitalen Bakterien innerhalb des Biofilms nach 
Plasma-Exposition.  
 
Abbildung 9: Darstellung der Lebendkeimzahlen (% zur unbehandelten Kontrolle ± s.e.m.) von S. epidermidis 
im Biofilm (7 Tage, TCPS) nach einer, drei bzw. fünf Minuten Plasma-Exposition und Spülung mit 1x PBS. 2-Way 
ANOVA (n≥3), * p < 0.05; ** p < 0.01; *** p < 0.001. Aus (Duske et al. 2015b). 
Wie in Abbildung 9 dargestellt, zeigt die Evaluierung der Lebendkeimzahlbestimmung eine 
signifikante Reduktion der Vitalität von S. epidermidis für den kHz-Jet um 90.84 % (s.e.m. ± 
0.9 %, P<0.05) von 1,78*107 KBE/ml auf 4,7*106 KBE/ml. Für den kINPen08 konnte nach 
einer Minute Plasma-Exposition eine Reduktion der Lebendkeimzahl um 97.34 % (s.e.m. ± 




Minuten Plasma-Behandlung konnte eine weitere signifikante Reduktion der Lebendkeim-
zahl um jeweils eine Zehnerpotenz im Vergleich zur unbehandelten Referenzprobe durch 
den kHz-Jet (von 1,78*107 KBE/ml auf 3,8*106 KBE/ml) sowie den kINpen08 (von 
1,78*107 KBE/ml auf 2,19*106 KBE/ml) erreicht werden. Für die verbliebenen getesteten 
Plasma-Quellen (kINPen09, kINPenMed, DBD) konnte keine signifikante Reduktion der vita-
len Bakterien innerhalb des Biofilms im Vergleich zur unbehandelten Kontrolle nachgewie-
sen werden.  
Fluoreszenzmikroskopische Aufnahmen der lebend/tot gefärbten Biofilme nach Plasma-
Exposition für eine bzw. fünf Minuten bestätigen die Ergebnisse der Lebendkeimzahlbe-
stimmung. Anhand der roten Fluoreszenz-Signale in Abbildung 10 ist zu erkennen, dass die 
Vitalität von S. epidermidis innerhalb des Biofilms sowohl durch den kHz-Jet als auch den 
kINPen08 reduziert wurde. Allerdings wird durch die grünen Fluoreszenz-Signale deutlich, 
dass vitale Bakterien innerhalb tieferer Schichten des Biofilms überleben konnten. Dieser 
Zustand zeigte sich auch bei den Biofilmen, die mit dem kINPen09 sowie dem kINPenMed 
behandelt wurden. Durch die DBD kam es zu keiner Reduktion der Vitalität von 
S. epidermidis innerhalb des Biofilms. 
Zur morphologischen Untersuchung der Biofilme und Biofilm-Oberfläche nach Plasma-
Exposition wurden REM-Bilder angefertigt (siehe Abbildung 11). Sowohl der kHz-Jet, als 
auch der kINPen08 zeigen deutliche Degradationsprozesse an den Biofilmen. Auch die drei-
dimensionale Struktur der Biofilme wurde durch den kHz-Jet sowie den kINPen08 deutlich 
aufgelöst bzw. abgetragen. Für die restlichen Plasma-Quellen der kINPen-Serie konnten 
derartige Effekte nicht nachgewiesen werden. Lediglich eine Veränderung der dreidimensio-
nalen Anordnung konnte gezeigt werden. Die Behandlung mit der DBD zeigt dagegen keine 
morphologischen Veränderungen im Vergleich zur unbehandelten Kontrolle. 






Abbildung 10: Zusammenfassende Fluoreszenzmikroskopische Darstellung. Lebend-Tot-Untersuchungen von S. epidermidis Biofilmen auf TCPS nach Plasma-





Abbildung 11: REM-Aufnahmen zur Untersuchung der Morphologie. Biofilme von S. epidermidis auf TCPS-Oberflächen nach Plasma-Exposition für eine bzw. fünf Minu-




3.1.2 Wirkung von kaltem Plasma auf die Vitalität von S. epidermidis innerhalb des 
Biofilms 
Um den Bedingungen einer Implantatinfektion in vitro näher zu kommen, wurde 
S. epidermidis RP62A auf sterilen Ti6Al4V-Probekörpern für sieben Tage in TSB-Medium 
kultiviert. Anschließend wurden die Biofilme mit dem Plasma des kINPen08 am INP in 
Greifswald für eine bzw. drei Minuten behandelt. Als Kontrollen dienten Biofilme, die mit dem 
Argon-Sauerstoff-Gasgemisch ohne Zündung des Plasmas behandelt wurden, sowie native 
Biofilme, die lediglich dem Transportstress ausgesetzt waren. Plasma-, Gas-Behandlung 
sowie der Transport wurden in 1x PBS durchgeführt. In Abbildung 12 sind die Ergebnisse der 
Lebendkeimzahlbestimmung nach Plasma-bzw. Gas-Exposition dargestellt. Im Vergleich zur 
unbehandelten Kontrolle konnte durch die 1-minütige Plasma-Behandlung mit dem kIN-
Pen08 eine signifikante Reduktion der Vitalität von S. epidermidis innerhalb des Biofilms um 
zwei Zehnerpotenzen (von 4,37*108 KBE/mlauf 1,91*106 KBE/ml)erreicht werden. Nach 
Plasma-Exposition über drei Minuten wurde ein ähnliches Ergebnis mit einer Reduktion der 
Vitalität um drei Größenordnungen beobachtet. Durch die Behandlung mit dem Argon-
Sauerstoff-Gemisch wurde die Lebendkeimzahl signifikant von ursprünglich 
4,4 ± 0,19*108 KBE/ml nach einer Minute auf 1,3 ± 0,07*108 KBE/ml und nach drei Minuten 






Abbildung 12: Darstellung der Lebendkeimzahlen (Mittelwert log KBE/ml ± s.e.m.) von S. epidermidis im Bio-
film (7 Tage, TiAlV) nach einer bzw. drei Minuten Plasma-bzw. Gasgemisch-Exposition und Spülung mit 1x PBS 
im Vergleich zur unbehandelten Kontrolle (TiAlV). 2-Way ANOVA (n=6), * p < 0.05; ** p < 0.01; *** p < 0.001. 
Um neben der Reduktion der Vitalität der Bakterien innerhalb des Biofilms auch eine Reduk-
tion der Biofilmmasse durch das kalte Plasma zu untersuchen, wurde die Biofilmmasse mit-
tels Kristall-Violett-Färbung quantifiziert. Dazu wurden die Biofilme auf den TiAlV-
Probekörpern nach der Plasma-bzw. Gas-Behandlung mit 1x PBS gespült und anschließend 
mit Kristall-Violett gefärbt. Das Kristall-Violett wurde aus den Biofilmen gelöst und photomet-
risch die Absorption bestimmt. Die Absorption korreliert dabei direkt mit der Biofilmmasse, da 






Abbildung 13: Darstellung der Biofilmmassen Quantifizierung (Absorption bei 570 nm) mittels Kristall-Violett. 
Biofilme von S. epidermidis auf TiAlV-Probekörpern nach Plasma-und Gasgemisch-Exposition für eine bzw. drei 
Minuten im Vergleich zur unbehandelten Kontrolle (TiAlV). Mittelwert ± Standardabweichung. 2-Way ANOVA 
(n=6), * p < 0.05; ** p < 0.01; *** p < 0.001. 
In Abbildung 13 sind die Absorptionen nach Kristall-Violett-Färbung zur Bestimmung der Bio-
filmmasse nach Plasma-bzw. Gas-Exposition dargestellt. Nach der Plasma-Behandlung für 
eine bzw. drei Minuten wurde eine signifikante Reduktion der Biofilmmasse um 72 % bzw. 
57 % im Vergleich zur unbehandelten Kontrolle beobachtet. Die Biofilmmasse wurde durch 
das Gasgemisch im Vergleich zur unbehandelten Kontrolle um 26 % bzw. 14 % nach einer 





Abbildung 14: Mikroskopische Darstellung der Biofilme nach Plasma-bzw. Gasgemisch-Exposition. Fluo-
reszenzmikroskopische Darstellung der Biofilme nach Lebend-Tot-Färbung. Grüne Fluoreszenzsignale stellen 
lebende Bakterien dar, während rote Fluoreszenzsignale tote Bakterien innerhalb des Biofilms signalisieren. Ver-
größerung: 200-fach. 
 
Abbildung 15: REM-Aufnahmen der Biofilm-Morphologie nach Plasma- bzw. Gas-Exposition für eine bzw. 




Zur qualitativen Überprüfung der Vitalität von S. epidermidis innerhalb der Biofilme nach 
Plasma-bzw. Gasgemisch-Exposition wurden die Biofilme nach Lebend-Tot-Färbung Fluo-
reszenzmikroskopisch ausgewertet (siehe Abbildung 14). Die qualitative Dokumentation der 
Biofilme bestätigt die Ergebnisse der Lebendkeimzahlbestimmung. Es ist erkennbar, dass 
nach Plasma-Behandlung die grünen Fluoreszenzsignale (lebend) deutlich reduziert sind 
und der Anteil roter Signale (tot) zunimmt im Vergleich zur unbehandelten Kontrolle (TiAlV). 
Die Biofilmmasse ist nach Plasma-Behandlung im Vergleich zur Kontrolle ebenfalls verrin-
gert. Ein ähnliches Ergebnis zeigte sich nach der Behandlung mit dem Argon-Sauerstoff-
Gemisch ohne Plasma-Behandlung. Auch hier lässt sich eine Korrelation zwischen den Fluo-
reszenzmikroskopischen Aufnahmen und den Ergebnissen der Lebendkeimzahlbestimmung 
erkennen. Auffällig ist hier allerdings, dass sich grüne und rote Fluoreszenzsignale vermi-
schen, was darauf hinweist, dass das Gasgemisch die Vitalität der Bakterien nur in den obe-
ren Schichten des Biofilms reduziert hat, in tieferen Schichten aber noch vitale S. epidermidis 
vorhanden sind (exemplarische CLSM-Serienaufnahmen siehe Anhang Abbildung 32 bis 
Abbildung 36). Im Vergleich zu den Plasma-behandelten Proben ist die Reduktion der Bio-
filmmasse nach Behandlung mit Argon-Sauerstoff weniger stark ausgeprägt. Die morpholo-
gischen Untersuchungen mittels REM weisen ebenfalls auf eine Schädigung der Struktur der 
Biofilme durch Plasma bzw. das Gasgemisch hin (siehe Abbildung 15). Nach einer Minute 
Plasma-Exposition ist deutlich zu erkennen, dass die oberen Schichten des Biofilms stark 
beschädigt wurden durch Auflösung der Bakterienzellwände und der EPS-Matrix. Auch nach 
drei Minuten Plasma-Exposition ist dieser Effekt zu beobachten. Nach der Behandlung mit 
dem Argon-Sauerstoffgemisch wurde mithilfe der REM-Analyse zwar eine Reduktion der 
Biofilmmasse und Auflösung der EPS festgestellt, eine Beschädigung der Bakterienzellwän-
de wurde jedoch nicht beobachtet. 
3.1.3 Revitalisierung von S. epidermidis innerhalb des Biofilms nach Plasma-
Exposition 
Um irreversible Beschädigungen der Biofilme durch Plasma zu untersuchen, wurden die Bio-
filme nach der Behandlung mit Plasma bzw. dem Gasgemisch mit 1x PBS gespült und an-
schließend für 24 h in TSB-Medium bei 37 °C, 5 % CO2-Atmosphäre erneut kultiviert. An-
schließend wurde die Vitalität der Biofilme sowie deren Biofilmmasse quantifiziert, sowie 






Abbildung 16: Darstellung der Lebendkeimzahlen nach Revitalisierung in TSB-Medium für 24 h (Mittelwert 
log KBE/ml ± s.e.m.) von S. epidermidis im Biofilm nach einer bzw. drei Minuten Plasma-bzw. Gasgemisch-
Exposition und Spülung mit 1x PBS im Vergleich zur unbehandelten Kontrolle (TiAlV). 2-Way ANOVA (n=6), * p < 
0.05; ** p < 0.01; *** p < 0.001. 
In Abbildung 16 sind die Lebendkeimzahlen von S. epidermidis innerhalb der Biofilme nach 
Plasma-bzw. Gas-Exposition und einer erneuten Kultivierung für 24 h dargestellt. Es ist deut-
lich zu erkennen, dass sich alle Biofilme nach erneuter Kultivierung erholen und ähnliche 
Lebendkeimzahlen aufweisen wie die unbehandelte Kontrolle. Nach der Plasma-Behandlung 
für eine bzw. drei Minuten steigt die Vitalität der Biofilme von 1,9 ± 0,15*106 KBE/ml bzw. 
3,6 ± 0,65*105 KBE/ml auf 1,5 ± 0,12*108 KBE/ml bzw. 3,5 ± 0,68*108 KBE/ml. Auch nach 
der Gas-Exposition ist deutlich zu erkennen, dass weder Plasma noch das Gasgemisch eine 





Abbildung 17: Darstellung der Biofilmmassen Quantifizierung (Absorption bei 570 nm) mittels Kristall-Violett 
nach Revitalisierung. Biofilme von S. epidermidis auf TiAlV-Probekörpern nach Plasma-und Gasgemisch-
Exposition für eine bzw. drei Minuten im Vergleich zur unbehandelten Kontrolle (TiAlV) und erneuter Kultivierung 
für 24 h in TSB-Medium. Mittelwert ± Standardabweichung. 2-Way ANOVA (n=6), * p < 0.05; ** p < 0.01; *** p < 
0.001. 
Nach der Bestimmung der Biofilmmasse mittels Kristall-Violett-Färbung wird deutlich, dass 
sich die Biofilme nach Plasma-bzw. Gas-Behandlung und anschließender 24 h-Kultivierung 
wieder erholen (siehe Abbildung 17). Bei ein-bzw. dreiminütiger Plasma-Behandlung erhöht 
sich die Biofilmmasse um 37 % bzw. 14 % nach der erneuten Kultivierung (siehe Vergleich 
Abbildung 13). Es ist aber auch deutlich zu erkennen, dass die Biofilmmasse im Vergleich 
zur unbehandelten Kontrolle weiterhin reduziert bleibt. Ein signifikanter Einfluss der Argon-
Sauerstoff-Behandlung auf die Biofilmmasse ist nach der erneuten Kultivierung erkennbar 





Abbildung 18: Mikroskopische Darstellung der Biofilme nach Plasma-bzw. Gasgemisch-Exposition und 
erneuter Kultivierung für 24 h in TSB-Medium. Fluoreszenzmikroskopische Darstellung der Biofilme nach 
Lebend-Tot-Färbung. Grüne Fluoreszenzsignale stellen lebende Bakterien dar, während rote Fluoreszenzsignale 
tote Bakterien innerhalb des Biofilms signalisieren. Vergrößerung: 200-fach. 
 
Abbildung 19: REM-Aufnahmen der Biofilm-Morphologie nach Plasma- bzw. Gas-Exposition für eine bzw. 




Die qualitative Überprüfung der Revitalisierung mittels Fluoreszenzmikroskopie und REM 
nach Plasma-bzw. Gas-Exposition bestätigt die Ergebnisse der Lebendkeimzahlbestimmung 
sowie der Quantifizierung der Biofilmmasse. Im Vergleich zur unbehandelten Kontrolle und 
den Biofilmen direkt nach der Plasma-Behandlung ist zu erkennen, dass sich die Biofilme 
vollständig erholt haben, die Biofilmmasse hingegen weiterhin reduziert bleibt. Anhand der 
vorwiegend grünen Fluoreszenzsignale nach Lebend-Tot-Färbung wird deutlich, dass die 
Vitalität von S. epidermidis innerhalb der Biofilme nach Plasma-Exposition nicht irreversibel 
beeinflusst wird (exemplarische CLSM-Serienaufnahmen siehe Anhang Abbildung 37 bis 
Abbildung 40). Die morphologischen Veränderungen der EPS wie sie schon direkt nach der 
Plasma-und Gas-Behandlung zu beobachten waren (siehe Abbildung 19) bleiben auch nach 
24 h erneuter Kultivierung vorhanden. 
3.2 Untersuchung der Empfindlichkeit von S. epidermidis gegenüber 
ausgewählter Antibiotika nach Plasma-Behandlung 
3.2.1 Bestimmung der minimalen Hemmkonzentration (MHK) von Gentamicin nach 
Plasma-Exposition 
Auf Grund der bekannten Resistenz von S. epidermidis RP62A gegenüber Gentamicin sowie 
der weiterhin verminderten Sensibilität gegenüber Gentamicin innerhalb eines Biofilms, wur-
de untersucht, ob eine Plasma-Behandlung der Biofilme von S. epidermidis RP62A zu einer 
verbesserten Wirksamkeit von Gentamicin führen würde. So wurde zunächst die minimale 
Hemmkonzentration (MHK) von Gentamicin-Sulfat (GM-Sulfat) nach Plasma-bzw. Gas-
Behandlung mit Hilfe von E-Test-Streifen festgestellt. Dazu wurden die Biofilme mittels Ultra-
schall nach der Behandlung mit Plasma bzw. Gas von der Oberfläche der Probekörper ent-
fernt, entsprechend der Probe mit der geringsten OD600 verdünnt und anschließend auf TSB-
Agar-Platten ausplattiert und mit einem E-Test-Streifen versehen. Nach 24 stündiger Kultivie-






Abbildung 20: MHK-Bestimmung von Gentamicin gegen S. epidermidis RP62A (Mittelwert ± Standardabwei-
chung Konzentration [µg/ml]). MHK nach Plasma-bzw. Gas-Exposition im Vergleich zur unbehandelten Kontrolle 
(TiAlV). 2-Way ANOVA (n≥3), * p < 0.05; ** p < 0.01; *** p < 0.001. 
In Abbildung 20 sind die Ergebnisse der MHK-Bestimmung für Gentamicin nach Plasma-
bzw. Gasgemisch-Behandlung dargestellt. Sowohl die Plasma- als auch die Gas-Exposition 
der Biofilme führten zu einer signifikanten Erhöhung der Empfindlichkeit von S. epidermidis 
gegenüber GM-Sulfat. Nach der Plasmabehandlung für eine bzw. drei Minuten kam es zu 
einer signifikanten Reduktion der benötigten wachstumshemmenden Konzentration von GM-
Sulfat um 41 µg/ml bzw. 46 µg/ml. Nach der Gas-Behandlung der Biofilme war dieser Effekt 
ebenfalls deutlich zu sehen. Auch hier verringerte sich die wachstumshemmende Dosis um 




3.2.2 Untersuchung zur Empfindlichkeit des Biofilms von S. epidermidis in Anwe-
senheit von Gentamicin-Sulfat nach Plasma-Behandlung 
Um die Empfindlichkeit der Biofilme nach der Plasma-bzw. Gas-Behandlung gegenüber 
Gentamicin zu untersuchen, wurden diese nach der Behandlung für 24 h in GM-haltigem 
(3,75 mg/ml) TSB-Medium inkubiert. Anschließend wurden wie schon unter Abschnitt 3.1.2 
beschrieben, die Lebendkeimzahlen, Biofilmmasse, Morphologie und Vitalität der Biofilme 
untersucht und dokumentiert. 
 
Abbildung 21: Darstellung der Lebendkeimzahlen nach Inkubation in TSB-Medium und GM-Sulfat für 24 h 
(Mittelwert log KBE/ml ± s.e.m.) von S. epidermidis im Biofilm nach einer bzw. drei Minuten Plasma-bzw. Gasge-
misch-Exposition. Vergleich zur unbehandelten Kontrolle (TiAlV) und der unbehandelten Kontrolle nach 24 h 
Inkubation in TSB-Medium und GM-Sulfat. Mit n.d. sind nicht detektierbare Ergebnisse dargestellt. 2-Way ANOVA 
(n=6), * p < 0.05; ** p < 0.01; *** p < 0.001. 
Anhand von Abbildung 21 lässt sich erkennen, dass die nativen Biofilme auf TiAlV der unbe-




wenn eine signifikante Reduktion der Vitalität von S. epidermidis innerhalb der Biofilme um 
mindestens vier Zehnerpotenzen erzielt wurde. Nach Plasma- bzw. Gas-Behandlung und 
Inkubation mit GM-Sulfat für 24 h konnte keine Vitalität von S. epidermidis nachgewiesen 
werden. 
 
Abbildung 22: Darstellung der Biofilmmassen Quantifizierung (Absorption bei 570 nm) mittels Kristall-Violett 
nach Kultivierung der Biofilme in TSB-Medium und GM-Sulfat für 24 h. Biofilme von S. epidermidis auf TiAlV-
Probekörpern nach Plasma-und Gasgemisch-Exposition für eine bzw. drei Minuten im Vergleich zur unbehandel-
ten Kontrolle (TiAlV) und erneuter Kultivierung für 24 h in TSB-Medium und GM-Sulfat. Mittelwert ± Standardab-
weichung. 2-Way ANOVA (n=6), * p < 0.05; ** p < 0.01; *** p < 0.001. 
Die Biofilmmassen-Quantifizierung macht deutlich, dass die Biofilme nach der Plasma-bzw. 
Gas-Exposition zwar nicht vital sind (siehe Abbildung 21), die Strukturen aber dennoch auf 
den Probekörpern bestehen bleiben. Im Vergleich zu den Biofilmen, die direkt nach der 
Plasma-Behandlung untersucht wurden, konnte festgestellt werden, dass sich die Biofilm-




mit TSB-Medium und GM-Sulfat verringerte (siehe Vergleich Abbildung 13). Nach der Gas-
Behandlung und erneuter Inkubation in Gentamicin-haltigem Medium reduzierte sich die Bio-
filmmasse um 36 % bzw. 58 % im Vergleich zur direkten Behandlung mit dem Argon-
Sauerstoff-Gemisch (siehe Vergleich Abbildung 13). 
Anhand der fluoreszenzmikroskopischen Aufnahmen nach Lebend-Tot-Färbung (siehe Ab-
bildung 23) ist die Reduktion der Vitalität nach Plasma-bzw. Gas-Exposition und Kultivierung 
in TSB-Medium und GM-Sulfat nachzuvollziehen. Die nicht eindeutig grünen Fluoreszenz-
signale der Aufnahmen der Biofilme nach Gas-Exposition machen allerdings deutlich, dass in 
den tieferen Schichten der Biofilme noch vitale Bakterien vorhanden sind, welche mittels Le-
bendkeimzahlbestimmung allerdings nicht nachweisbar waren (exemplarische CLSM-
Serienaufnahmen siehe Anhang Abbildung 41 und Abbildung 42). Die REM-Aufnahmen be-
stätigen dieses Ergebnis (siehe Abbildung 24). So sind auf den Aufnahmen nach der Gas-
Behandlung und Kultivierung in TSB-Medium und GM-Sulfat deutlich noch intakte Bakterien 
innerhalb der Biofilme zu erkennen. Im Vergleich dazu, sind auf den Aufnahmen der Biofilme 
nach Plasma-Exposition und Inkubation in Gentamicin-haltigem Medium deutlich eine Re-
duktion der Biofilmmasse sowie eine Zunahme der Beschädigung von S. epidermidis inner-
halb der Biofilme zu erkennen. Beide mikroskopischen Untersuchungen unterstützen die 
Ergebnisse der Biofilmmassen-Quantifizierung, da auch an Hand der Bilder keine vollständi-






Abbildung 23: Mikroskopische Darstellung der Biofilme nach Plasma-bzw. Gasgemisch-Exposition und 
erneuter Kultivierung für 24 h in TSB-Medium und GM-Sulfat (GM). Als Kontrolle sind unbehandelte Biofilme 
nach Kultivierung in GM-haltigem Medium dargestellt (TiAlV + GM). Fluoreszenzmikroskopische Darstellung der 
Biofilme nach Lebend-Tot-Färbung. Vergrößerung: 200-fach.  
 
Abbildung 24: REM-Aufnahmen der Biofilm-Morphologie nach Plasma- bzw. Gas-Exposition für eine bzw. 




3.2.3 Revitalisierung des Biofilms von S. epidermidis in Anwesenheit von Gentami-
cin-Sulfat nach Plasma-Behandlung  
Wie in Abschnitt 3.2.2 dargestellt, konnte durch Kultivierung der Biofilme nach Plasma-und 
Gas-Exposition eine vollständige Reduktion der Vitalität von S. epidermidis innerhalb der 
Biofilme erzielt werden. Anhand der Quantifizierung der Biofilmmasse sowie der mikroskopi-
schen Aufnahmen (siehe Abbildung 22 bis Abbildung 24) konnte allerdings auch gezeigt 
werden, dass die Biofilme noch immer auf den Oberflächen der Probekörper vorhanden wa-
ren. Somit wurde untersucht, in wieweit die Biofilme nach erneuter Kultivierung weiterhin 
vermehrungsfähig und vital sind. Dazu wurden die Biofilme nach der Plasma-bzw. Gas-
Behandlung und Kultivierung für 24 h in TSB-Medium und GM-Sulfat erneute für weitere 24 h 
in TSB-Medium inkubiert. Anschließend wurde analog zu den vorherigen Versuchen die Vita-
lität der Biofilme, deren Biofilmmasse, Änderungen der Morphologie und Struktur analysiert. 
In Abbildung 25 sind die Lebendkeimzahlen der Biofilme nach Plasma-bzw. Gas-Exposition, 
Kultivierung in GM-haltigem Medium und anschließender Revitalisierung dargestellt. So ist 
deutlich zu erkennen, dass die Plasma-Behandlung für eine bzw. drei Minuten, Kultivierung 
in GM-haltigem Medium und erneute Kultivierung in TSB-Medium weiterhin zu einer voll-
ständigen Reduktion der Vitalität der Biofilme führt. Allerdings zeigt die Kristall-Violett-
Färbung der Plasma-und Gentamicin behandelten Biofilme einen Anstieg der Biofilmmasse 
um 41 % nach einer Minute bzw. um 15 % nach drei Minuten Plasmaexposition. Weiterhin ist 
auf den fluoreszenzmikroskopischen Aufnahmen deutlich zu erkennen, dass noch grüne 
Fluoreszenzsignale detektierbar waren. Somit ist darauf zu schließen, dass auch in diesem 
Fall die Biofilme weiterhin vermehrungsfähig bleiben, lediglich mittels Lebendkeimzahlbe-
stimmung nicht nachweisbar sind. Anhand der REM-Aufnahmen ist allerdings zu erkennen, 
dass der Biofilm in seiner Struktur aufgelöst vorliegt, d.h. die EPS-Matrix beschädigt sowie 
einzelnen Schichten des Biofilms degradiert wurden. Auch die Beschädigung einzelner 
S. epidermidis Bakterien wird deutlich. Im Gegensatz dazu zeigte der Nachweis der Lebend-
keimzahl der Biofilme mit Argon-Sauerstoffgemisch-Behandlung nach Antibiose und Revitali-
sierung einen erneuten Anstieg der Vitalität von S. epidermidis. Die Quantifizierung der Bio-
filmmasse bestätigt dieses Ergebnis. So nimmt diese nach der Revitalisierung der Gas-und 
Gentamicin-exponierten Biofilme um 13 % bzw. 24 % nach einer bzw. drei Minuten zu (siehe 
Abbildung 26 im Vergleich Abbildung 22). Mittels fluoreszenzmikroskopischer Aufnahmen 
nach Lebend-Tot-Färbung wird deutlich, dass die Biofilme nach Gas-und Gentamicin-
Exposition wieder revitalisieren. Die Struktur dieser Biofilme wurde allerdings deutlich gestört 
(siehe Abbildung 27, exemplarische CLSM-Serienaufnahmen siehe Anhang Abbildung 43 bis 
Abbildung 46). So sind weder auf den Fluoreszenzmikroskopischen Bildern, als auch auf den 
REM-Aufnahmen homogene Biofilme nach Gas-und Gentamicin-Exposition nachzuweisen 




mit dem Gasgemisch und einer Kultivierung in TSB-Medium und GM-Sulfat wie in Abschnitt 
3.2.2 dargestellt, nur temporär sind.  
 
Abbildung 25: Darstellung der Lebendkeimzahlen nach Revitalisierung. Inkubation in TSB-Medium und GM-
Sulfat für 24 h (Mittelwert log KBE/ml ± s.e.m.) von S. epidermidis im Biofilm nach einer bzw. drei Minuten Plas-
ma-bzw. Gasgemisch-Exposition und anschließender Inkubation für weitere 24 h in TSB-Medium. Vergleich zur 
unbehandelten Kontrolle (TiAlV) und der unbehandelten Kontrolle nach 24 h Inkubation in TSB-Medium und GM-
Sulfat und erneuter Kultivierung in TSB-Medium. Mit n.d. sind nicht detektierbare Ergebnisse dargestellt. 2-Way 






Abbildung 26: Darstellung der Biofilmmassen Quantifizierung (Absorption bei 570 nm) mittels Kristall-Violett 
nach Revitalisierung. Kultivierung der Biofilme in TSB-Medium und GM-Sulfat für 24 h. Biofilme von S. epidermi-
dis auf TiAlV-Probekörpern nach Plasma-und Gasgemisch-Exposition für eine bzw. drei Minuten und erneuter 
Kultivierung in TSB-Medium. Vergleich zur unbehandelten Kontrolle (TiAlV) und Kultivierung für 24 h in TSB-
Medium und GM-Sulfat nach weiterer Kultivierung in TSB-Medium. Mittelwert ± Standardabweichung. 2-Way 






Abbildung 27: Fluoreszenzmikroskopische Darstellung der Biofilme nach Lebend-Tot-Färbung. Plasma-
bzw. Gasgemisch-Exposition und Kultivierung für 24 h in TSB-Medium und GM-Sulfat (GM) sowie erneuter Kulti-
vierung für 24 h in TSB-Medium. Als Kontrolle sind unbehandelte Biofilme nach Kultivierung in GM-haltigem Me-
dium und Revitalisierung dargestellt (TiAlV + GM). Vergrößerung: 200-fach.  
 
Abbildung 28: REM-Aufnahmen der Biofilm-Morphologie nach Plasma- bzw. Gas-Exposition für eine bzw. 





3.2.4 Untersuchung der Empfindlichkeit von S. epidermidis nach Plasma-
Behandlung gegenüber ausgewählten Antibiotika im planktonischen Zustand 
Anhand des angefertigten Antibiogramms von S. epidermidis RP62A konnte gezeigt werden, 
dass S. epidermidis gegen weitere Antibiotika als Gentamicin resistent ist. Um zu untersu-
chen, ob die Effekte der Plasma-bzw. Gas-Exposition auch für weitere Antibiotika bestehen, 
wurden neben Gentamicin zusätzlich noch Erythromycin sowie Ampicillin untersucht. Weiter-
hin sollten Effekte dieser Antibiotika auf planktonische Bakterien nach der Plasma-bzw. Gas-
Exposition untersucht werden, um den Zustand sich ablösender einzelner Bakterien bzw. 
Mikrokolonien aus dem Biofilm zu simulieren. Wie Gentamicin wirkt auch Erythromycin auf 
die Proteinbiosynthese der Bakterien ein, indem es an die 50S-Untereinheiten der bakteriel-
len Ribosomen bindet. Ampicillin hingegen gehört zur Gruppe der β-Laktam Antibiotika und 
hemmt das bakterielle Wachstum indem es durch Blockieren der Transpeptidase nach der 
Teilung der Bakterien die Neusynthese der Zellwand verhindert. Sowohl Gentamicin, als 
auch Erythromycin und Ampicillin wirken, abhängig von ihrer Konzentration, bakterizid. Zur 
Untersuchung verstärkender oder gar vermindernder Effekte von Plasma bzw. dem Argon-
Sauerstoff-Gemisch auf die bakterizide Wirkung der einzelnen Antibiotika, wurden Wachs-
tumskinetiken mit unterschiedlichen Konzentrationen der einzelnen Antibiotika angefertigt. 
Um den Bereich der relevanten Konzentrationen einschätzen zu können, wurden zunächst 
die MHK der beiden übrigen Antibiotika bestimmt. Dazu wurden die Bakterien wie unter Ab-
schnitt 2.7.1 beschrieben mittels Ultraschall-Behandlung nach Plasma-bzw. Gas-Exposition 
von den Probekörpern gelöst. Zur Untersuchung der MHK wurden die OD600 der unterschied-
lichen Suspensionen anhand der Probe mit der geringsten optischen Dichte verdünnt, um 





Abbildung 29: MHK-Bestimmung von Ampicillin gegen S. epidermidis RP62A (Mittelwert ± Standardabwei-
chung Konzentration [µg/ml]). MHK nach Plasma-bzw. Gas-Exposition im Vergleich zur unbehandelten Kontrolle 
(TiAlV). 2-Way ANOVA (n≥3), * p < 0.05; ** p < 0.01; *** p < 0.001. 
In Abbildung 29 sind die Ergebnisse der MHK-Bestimmung von Ampicillin gegen 
S. epidermidis RP62A nach Plasma-bzw. Gas-Exposition dargestellt. Es ist deutlich zu er-
kennen, dass durch das längere Wirken von Plasma, aber auch des Gasgemisches, eine 
höhere Konzentration Ampicillin benötigt wird, als bei der unbehandelten Kontrolle, um das 
Wachstum von S. epidermidis zu hemmen.  
Für Erythromycin konnten zur MHK keine quantitativen Daten erhoben werden, da die MHK 
außerhalb des Konzentrationsbereichs der kommerziellen E-Test-Streifen lag.  
Nach der Bestimmung der MHK für Ampicillin und Erythromycin wurden Wachstumskinetiken 
der Plasma-bzw. Gas-behandelten Biofilme nach deren Ablösung von der Oberfläche der 




hoch waren bzw. nicht bestimmt werden konnten, wurden die Wachstumskinetiken mit Kon-
zentrationen für alle Antibiotika im Bereich von 1 µg/ml bis 1000 µg/ml durchgeführt. 
 
Abbildung 30: Wachstumskinetik von S. epidermidis aus den Biofilmen nach Plasma-bzw. Gas-Exposition 
über 24 h. Messung der optischen Dichte bei 600 nm. Logarithmische Zusammenstellung der Absorptionen. 
Vergleich zur unbehandelten Kontrolle (TiAlV). Mittelwert ± Standardabweichung. n≥6. 
Zunächst wurde das Wachstum der Plasma-bzw. Gas-behandelten Bakterien aus den Bio-
filmen ohne Antibiose untersucht. In Abbildung 30 sind die optischen Dichten bei 600 nm 
über einen Zeitraum von 24 h dargestellt. So zeigt S. epidermidis sowohl nach Plasma-, als 
auch nach Gas-Exposition ein ähnliches Wachstumsverhalten wie auch die unbehandelte 
Kontrolle auf. Nach einer kurzen lag-Phase weisen alle Bakterien ein exponentielles Wachs-
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Tabelle 9: Darstellung der Wachstumsraten [h
-1
] und Verdopplungszeiten [h] von S. epidermidis nach 







1 % O2 
1 min 
Argon + 
1 % O2 
3 min 
Wachstumsrate µ [h-1] 2,00 ± 0,28 2,06 ± 0,43 2,05 ± 0,33 2,26 ± 0,42 2,24 ± 0,30 
Verdopplungszeit td 
[h] 
0,35 ± 0,05 0,36 ± 0,15 0,35 ± 0,05 0,32 ± 0,06 0,32 ± 0,05 
 
Die in Tabelle 9 dargestellten Wachstumsraten und Verdopplungszeiten bestätigen das Er-
gebnis. Lediglich die Gas-exponierten Bakterien weisen ein geringfügig schnelleres Wachs-
tum auf. 
Anhand von Abbildung 47 (siehe Anhang) ist zu erkennen, dass das Wachstumsverhalten 
von S. epidermidis nach Plasma-bzw. Gas-Behandlung unter Einwirkung von Gentamicin 
verlangsamt ist. So zeigen die mit Plasma behandelten Bakterien zwar einen ähnlichen 
Wachstumsverlauf wie die unbehandelte Kontrolle auf, allerdings mit einer geringeren opti-
schen Dichte [600 nm]. Die dem Gasgemisch exponierten Bakterien innerhalb der Biofilme 
weisen eine deutliche Abweichung in ihrem Wachstumsverhalten im Vergleich zur unbehan-
delten Kontrolle auf. Es fällt auf, dass die lag-Phase bis zu 5 h länger andauert, als bei der 
Kontrolle oder den Plasma behandelten Bakterien, sodass die exponentielle Phase verzögert 
ab Stunde 6 eintritt. Die Länge der exponentiellen Wachstumsphase ist dann allerdings wie-
der identisch. Für das Wachstumsverhalten unter Einfluss der Konzentration von 1 µg/ml 
Erythromycin bzw. Ampicillin sind keine größeren Unterschiede im Vergleich zur unbehan-
delten Kontrolle zu beobachten (siehe Tabelle 10,Tabelle 12 undTabelle 14).  
Tabelle 10: Darstellung der Wachstumsraten [h
-1
] von S. epidermidis nach Plasma-bzw. Gas-Exposition im 
Biofilm unter Einfluss von je 1 µg/ml bis 1000 µg/ml Gentamicin. Mittelwert ± Standardabweichung. n≥6. 






1 % O2 
1 min 
Argon + 
1 % O2 
3 min 
Gentamicin [1 µg/ml] 2,67 ± 0,20 1,92 ± 0,43 2,37 ± 0,77 0,14 ± 0,04 0,19 ± 0,05 
Gentamicin [100 µg/ml] 0,77 ± 0,35 0,46 ± 0,54 0,15 ± 0,05  0 0,22 ± 0,05 
Gentamicin 
[1000 µg/ml] 





Tabelle 11: Darstellung Verdopplungszeiten [h] von S. epidermidis nach Plasma-bzw. Gas-Exposition im 
Biofilm unter Einfluss von 1 µg/ml bis 1000 µg/ml Gentamicin. Mittelwert ± Standardabweichung. n≥6. 






1 % O2 
1 min 
Argon + 
1 % O2 
3 min 
Gentamicin [1 µg/ml] 0,26 ± 0,02 0,38 ± 0,11 0,34 ± 0,16 5,42 ± 1,58 3,34 ± 0,95 
Gentamicin 
[100 µg/ml] 
1,31 ± 0,89 2,54 ± 0,96 5,31 ± 1,34 - 3,29 ± 0,60 
Gentamicin 
[1000 µg/ml] 
2,30 ± 0,40 3,76 ± 0,85 8,67 ± 2,59 - 7,77 ± 2,32 
 
Die in den Tabelle 10 und Tabelle 11 dargestellten Wachstumsraten bzw. Verdopplungszei-
ten bestätigen das Ergebnis der Wachstumskinetiken. So ist auch hier zu beobachten, dass 
unter Einfluss von Gentamicin und einer vorherigen Exposition der Biofilme mit dem Argon-
Sauerstoff-Gemisch das Wachstum von S. epidermidis bis zu 6-fach verzögert wird. 
Unter Einfluss von 100 µg/ml Gentamicin ist deutlich zu erkennen, dass das Wachstum von 
S. epidermidis verzögert wird. Nach einer verlängerten lag-Phase von 14 h erfolgt das expo-
nentielle Wachstum unter Einfluss von Gentamicin erst nach 15 h (siehe Abbildung 48, An-
hang). Innerhalb des Versuchszeitraums von 24 h ist keine stationäre Phase nachzuweisen. 
Im Vergleich zur Wachstumskinetik ohne Einfluss von Gentamicin steigt die Verdopplungs-
zeit von 0,35 h ± 0,05 h auf 3,00 h ± 0,12 h an. Nach Plasma-Exposition für eine bzw. drei 
Minuten ist ein ähnlicher Verlauf zu beobachten. So ist auch hier die lag-Phase um 12 h län-
ger als im Vergleich zur Wachstumskinetik ohne Einfluss von Gentamicin. Auch im Fall der 
Plasma-Exposition wird die stationäre Wachstumsphase nicht innerhalb des Versuchszeit-
raums von 24 h erreicht. Wie in Tabelle 11 dargestellt, steigt die Verdopplungszeit nach einer 
Minute Plasma-Behandlung von 0,36 h ± 0,15 h ohne Einfluss von Gentamicin auf 2,54 h ± 
0,96 h. Für die Expositionszeit von drei Minuten ist sogar ein Anstieg der Verdopplungszeit 
von 0,35 h ± 0,05 h auf 5,31 h ± 1,34 h zu beobachten. Unter Einfluss der Gas-Exposition ist 
zu erkennen, dass nach einer Minute Behandlung mit dem Gasgemisch und Kultivierung mit 
100 µg/ml GM-Sulfat kein Wachstum von S. epidermidis über den Versuchszeitraum von 
24 h stattfindet. Im Gegensatz dazu ist nach Behandlung von S. epidermidis für drei Minuten 
mit dem Argon-Sauerstoff-Gemisch unter Einfluss von 100 µg/ml GM-Sulfat deutlich Wachs-
tum nachzuweisen. So ist dieses zwar im Vergleich zur Wachstumskinetik ohne Einfluss von 
Gentamicin verzögert. Im Vergleich zur unbehandelten Kontrolle ist allerdings zu erkennen, 
dass die exponentielle Wachstumsphase von S. epidermidis nach Gas-Exposition acht Stun-




nach ca. 15 h erreicht ist. Die daraus resultierenden Wachstumsraten und Verdopplungszei-
ten (Tabelle 12, Tabelle 13) bestätigen dieses Ergebnis.  
In Abbildung 49 (siehe Anhang) ist das Wachstumsverhalten von S. epidermidis unter Ein-
fluss von 1000 µg/ml Gentamicin, Erythromycin bzw. Ampicillin dargestellt. Unter Einfluss 
von 1000 µg/ml Gentamicin ist deutlich eine Wachstumshemmung über den Versuchszeit-
raum von 24 h zu beobachten. Lediglich nach der dreiminütigen Exposition mit dem Argon-
Sauerstoff-Gemisch konnte ein verzögertes Wachstum nachgewiesen werden.  
Tabelle 12: Darstellung der Wachstumsraten [h
-1
] von S. epidermidis nach Plasma-bzw. Gas-Exposition im 
Biofilm unter Einfluss von je 1 µg/ml bis 1000 µg/ml Erythromycin. Mittelwert ± Standardabweichung. n≥6. 






1 % O2 
1 min 
Argon + 
1 % O2 
3 min 
Erythromycin [1 µg/ml] 2,19 ± 0,11 2,49 ± 0,48 2,33 ± 0,59 2,14 ± 0,36 2,25 ± 0,22 
Erythromycin 
[100 µg/ml] 
3,00 ± 0,12 2,51 ± 0,44 2,18 ± 0,37 2,07 ± 0,20 2,31 ± 0,26 
Erythromycin 
[1000 µg/ml] 
3,44 ± 0,07 2,51 ± 0,36 2,33 ± 0,28 2,53 ± 0,30 2,53 ± 0,25 
 
Tabelle 13: Darstellung Verdopplungszeiten [h] von S. epidermidis nach Plasma-bzw. Gas-Exposition im 
Biofilm unter Einfluss von 1 µg/ml bis 1000 µg/ml Erythromycin. Mittelwert ± Standardabweichung. n≥6. 






1 % O2 
1 min 
Argon + 
1 % O2 
3 min 
Erythromycin [1 µg/ml] 0,32 ± 0,02 0,29 ± 0,05 0,31 ± 0,06 0,33 ± 0,06 0,31 ± 0,03 
Erythromycin 
[100 µg/ml] 
0,23 ± 0,01 0,28 ± 0,04 0,33 ± 0,06 0,34 ± 0,03 0,30 ± 0,03 
Erythromycin 
[1000 µg/ml] 
0,20 ± 0,00 0,28 ± 0,04 0,30 ± 0,03 0,28 ± 0,03 0,28 ± 0,03 
 
Unter Einfluss von 100 µg/ml Erythromycin ist kein signifikanter Unterschied im Wachstum 
zur Kontrolle ohne Erythromycin zu beobachten (siehe Tabelle 12 und Tabelle 13). Auch 





Ein Wachstumshemmender Einfluss von 1000 µg/ml Erythromycin auf S. epidermidis konnte 
nicht nachgewiesen werden. Leidglich unter Einfluss von Plasma und dem Argon-
Sauerstoffgemisch wurden leicht erhöhte Verdopplungszeiten von bis zu 0,1 h beobachtet.  
Tabelle 14: Darstellung der Wachstumsraten [h
-1
] von S. epidermidis nach Plasma-bzw. Gas-Exposition im 
Biofilm unter Einfluss von je 1 µg/ml bis 1000 µg/ml Ampicillin. Mittelwert ± Standardabweichung. n≥6. 






1 % O2 
1 min 
Argon + 
1 % O2 
3 min 
Ampicillin [1 µg/ml] 2,69 ± 0,45 2,22 ± 0,17 2,23 ± 0,16 2,80 ± 0,59 2,43 ± 0,25 
Ampicillin [100 µg/ml] 0,62 ± 0,41 2,32 ± 0,49 2,04 ± 0,58 2,13 ± 0,49 1,40 ± 0,55 
Ampicillin [1000 µg/ml] 0 0 0 0 0 
 
Tabelle 15: Darstellung Verdopplungszeiten [h] von S. epidermidis nach Plasma-bzw. Gas-Exposition im 









1 % O2 
1 min 
Argon + 
1 % O2 
3 min 
Ampicillin [1 µg/ml] 0,27 ± 0,05 0,31 ± 0,03 0,31 ± 0,02 0,26 ± 0,05 0,29 ± 0,03 
Ampicillin [100 µg/ml] 2,26 ± 1,43 0,32 ± 0,08 0,38 ± 0,11 0,35 ± 0,08 0,60 ± 0,25 
Ampicillin [1000 µg/ml] - - - - - 
 
Anhand der Wachstumskinetik von S. epidermidis unter Wirkung von 100 µg/ml Ampicillin ist 
lediglich für die unbehandelte Kontrolle ein Wachstumshemmender Effekt durch Ampicillin zu 
beobachten. So ist die Verdopplungszeit für die unbehandelte Kontrolle um bis zu 7-fach 
höher, als für das Wachstum von S. epidermidis nach Plasma-bzw. Gas-Exposition. Passend 
zur MHK-Bestimmung wird auch an dieser Stelle deutlich, dass nach Plasma-bzw. Gas-
Exposition eine höhere Konzentration von Ampicillin im Vergleich zur unbehandelten Kontrol-
le benötigt wird, um das Wachstum von S. epidermidis zu behindern. Ab einer Konzentration 
von 1000 µg/ml zeigt Ampicillin allerdings eine Wachstumshemmung von S. epidermidis so-
wohl ohne als auch unter Einfluss von Plasma-bzw. dem Argon-Sauerstoffgemisch (Tabelle 





3.2.5 Untersuchung zur Resistenz von S. epidermidis RP6A gegenüber kaltem Atmo-
sphärendruckplasma 
Um eine mögliche Resistenzentwicklung von S. epidermidis nach Plasma-bzw. Gas-
Exposition zu untersuchen, wurde ein modifiziertes Agar-Platten basiertes System nach Mai-
Prochnow et al. 2015 angewendet. Dazu wurden S. epidermidis in einer Konzentration von 
108 KBE/ml auf TSB-Agar ausplattiert und für eine bzw. drei Minuten mit Plasma punktuell 
behandelt. Als Kontrolle dienten Agar-Platten, die mit dem Argon-Sauerstoff-Gemisch be-
handelt wurden. Die Agar-Platten wurden dann für 24 h bei 37 °C und 5 % CO2 kultiviert. 
Entstandene Hemmhöfe wurden mit Hilfe eines Lineals vermessen. Größere Hemmhöfe ent-
sprachen dabei einer größeren Sensitivität von S. epidermidis gegenüber der Plasma-oder 
Gas-Behandlung. Kleinere Hemmhöfe wiesen hingegen auf eine Unempfindlichkeit gegen-
über der Plasma-oder Gas-Exposition hin. Wurde innerhalb der Hemmhöfe Kolonie-
Wachstum festgestellt, wurden diese isoliert und erneute auf TSB-Agar ausplattiert. Weiter-
hin wurde das Wachstum dieser Kolonien unter oxidativen Stress mittels unterschiedlicher 
Konzentrationen H2O2 (0 %, 3 % und 10 %) untersucht. Nach erneuter Plasma-bzw. Gas-
Behandlung der Bakteriensuspensionen auf TSB-Agar, wurden auch diese wieder für 24 h 
kultiviert und anschließend entstandene Hemmhöfe quantifiziert. Anhand der Hemmhof-
Durchmesser konnten auch hier Rückschlüsse auf die Sensitivität von S. epidermidis gegen-
über Plasma bzw. dem Argon-Sauerstoff-Gemisch getroffen werden. Das Wachstum überle-
bender Kolonien innerhalb der Hemmhöfe wurden wie oben beschrieben unter oxidativem 
Stress untersucht. In Abbildung 31 sind die Ergebnisse der Quantifizierung der Hemmhof-





Abbildung 31: Plasma-Resistenz-Test. Quantifizierung der Hemmhof-Durchmesser (Mittelwert ± Standardab-
weichung [cm]) des Agar-Platten basierten Plasma-Resistenz-Test nach einer bzw. drei Minuten Plasma-
Exposition. Kontrolle S. epidermidis bezeichnet den Hemmhof-Durchmesser nach der ersten Plasma-Exposition 
für eine bzw. drei Minuten. Pl1 1 min bzw. Pl1 3 min beschreibt die Hemmhöfe der überlebenden Kolonien aus 
den Hemmhöfen von Kontrolle S. epidermidis nach Plasma-Exposition für eine bzw. drei Minuten. Kontrolle Argon 
+ 1 % O2 bezeichnet die Hemmhöfe nach Gas-Exposition für eine bzw. drei Minuten. G1 1 min und G1 3 min 
beschreibt die Durchmesser der Hemmhöfe der lebenden Kolonien nach Gas-Exposition für eine bzw. drei Minu-





Die Kontrolle S. epidermidis weist eindeutig darauf hin, dass eine längere Plasma-
Expositionszeit zu einem größeren Hemmhof führt und damit zu einer höheren, Behand-
lungszeit-abhängigen Sensitivität von S. epidermidis gegenüber der Plasma-Behandlung. 
Die überlebenden Kolonien innerhalb der Hemmhöfe wurden wie oben beschrieben erneut 
mit Plasma für eine bzw. drei Minuten behandelt (Pl1 1 min, Pl1 3 min sowie Pl3 1 min und 
Pl3 3 min). Auch hier ist eine signifikante Zeit-abhängige Zunahme der Sensitivität gegen-
über der Plasma-Exposition anhand der vergrößerten Hemmhöfe zu erkennen. Die Bakteri-
ensuspensionen auf den Agar-Platten, die jeweils drei Minuten erneut mit Plasma behandelt 
wurden zeigen dabei eine signifikante Vergrößerung der Hemmhöfe um 1,77 cm ± 0,12 cm 
(Pl1 3 min) bzw. um 1,63 cm ± 0,09 cm (Pl3 3 cm) im Vergleich zur Kontrolle (Kontrolle 
S. epidermidis 3 min). Nach der Gas-Exposition der Bakteriensuspensionen auf TSB-Agar 
konnten keine Hemmhöfe nachgewiesen werden (n. d.). Nichtsdestotrotz wurden Kolonien 
auf den Gas-behandelten Agar-Platten isoliert und erneut mit dem Gasgemisch behandelt. 
Es ist deutlich zu erkennen, dass eine erneute Gas-Exposition zu einer signifikanten Vergrö-
ßerung der Hemmhöfe führt und somit zu einer Steigerung der Empfindlichkeit von 
S. epidermidis gegenüber dem Gasgemisch. Auch hier führt eine längere Behandlungszeit 
zu einer Zunahme der Sensitivität gegenüber dem Argon-Sauerstoff-Gemisch.  
Die isolierten Kolonien aus den entstandenen Hemmhöfen wurden anschließend auf ihre 
Empfindlichkeit gegenüber oxidativem Stress untersucht, da eine längerfristig gesteigerte 
Resistenz gegenüber Plasma zu eine besseren Verträglichkeit gegenüber reaktiver Sauer-
stoff-Spezies führen würde. Als Sauerstoff-Spezies wurde für diese Versuche H2O2 in unter-
schiedlichen Konzentrationen (0 %, 3 % und 10 %) in TSB-Medium gewählt. Die isolierten 
Kolonien wurden für den Versuchsansatz in Vorkulturen bis zu ihrem stationären Wachstum 
kultiviert und anschließend auf eine Bakterienkonzentration von 108 KBE/ml anhand ihrer 
spezifischen optischen Dichte bei 600 nm eingestellt. Für die Wachstumskinetiken wurden 
die Suspensionen dann 1:10 in TSB-Medium mit den unterschiedlichen H2O2-
Konzentrationen verdünnt und für 24 h bei 37 °C kultiviert und stündlich die optische Dichte 
bei 600 nm gemessen. In Abbildung 50 (siehe Anhang) sind die Ergebnisse der Wachstums-
versuche dargestellt. Ohne Einfluss von H2O2 auf das Wachstum von S. epidermidis ist kein 
signifikanter Unterschied im Wachstumsverhalten der einzelnen Isolate nachzuweisen. Im 
Vergleich dazu ist allerdings deutlich zu erkennen, dass unter Einwirkung von 3 % H2O2 das 
Wachstum der Plasma-exponierten Isolate völlig gehemmt wird. Die daraus berechneten 
Wachstumsraten und Verdopplungszeiten (Tabelle 16 und Tabelle 17) bestätigen das Er-
gebnis. Lediglich die unbehandelte Kontrolle (Kontrolle S. epidermidis) sowie die Isolate der 
Gas-Exposition scheinen unter Einfluss von 3 % H2O2 ein zumindest verzögertes Wachstum 
aufzuweisen. So steigen die Verdopplungszeiten dieser Isolate von 0,24 h ± 0,08 h auf 




0,07 h (G1 1 min) auf 0,68 h ± 0,10 h bzw. 0,75 ± 0,05 h. Diese Ergebnisse korrelieren auch 
mit den Ergebnissen der Hemmhof-Quantifizierung, da für die Gas-behandelten Isolate nach 
einer Minute Expositionszeit keine erhöhte Sensitivität gegenüber dem Gasgemisch nach-
gewiesen wurde. Lediglich nach einer Behandlungszeit von 3 min konnte eine Erhöhung der 
Empfindlichkeit gegenüber dem Gasgemisch quantifiziert werden. Anhand des gehemmten 
Wachstums unter Einfluss von 3 % H2O2 konnte dieses Ergebnis bestätigt werden. Unter 
Einfluss von 10 % H2O2 konnte kein Wachstum von S. epidermidis nachgewiesen werden. 
Tabelle 16: Plasma-Resistenz-Test. Darstellung der Wachstumsraten [h
-1
] von S. epidermidis nach Plasma-bzw. 
Gas-Exposition unter Einfluss von je 0 % [w/v], 3 % [w/v] und 10 % [w/v] H202. Mittelwert ± Standardabweichung. 
n≥4. 
Wachstums-










































Tabelle 17: Plasma-Resistenz-Test. Darstellung der Verdopplungszeit [h] von S. epidermidis nach Plasma-bzw. 
Gas-Exposition unter Einfluss von je 0 % [w/v], 3 % [w/v] und 10 % [w/v] H202. Mittelwert ± Standardabweichung. 
n≥4. 
Verdopp-














































Sterile Implantat-Oberflächen sind entscheidend für einen erfolgreichen Heilungsprozess in 
der orthopädischen Chirurgie. Von mehreren Arbeitsgruppen konnte nachgewiesen werden, 
dass kaltes Atmosphärendruckplasma eine ausgeprägte antimikrobielle Wirkung auf bakteri-
elle Biofilme besitzt (Laroussi und Leipold 2004; Gaunt et al. 2006; Lee et al. 2006; Sladek et 
al. 2007; Hong et al. 2009).  
Im Rahmen der vorliegenden Arbeit wurden zunächst verschiedene Plasma-Quellen hin-
sichtlich ihres antimikrobiellen Potentials gegen Biofilme von S. epidermidis RP62A mitei-
nander verglichen. Anhand einer ausgewählten Plasma-Quelle wurde das antimikrobielle 
Potential gegen Biofilme von S. epidermidis auf relevanten TiAlV-Probeoberflächen sowie 
deren Revitalisierung nach Plasma-Exposition untersucht. Die Untersuchungen umfassten 
weiterhin die Analyse der Empfindlichkeit der oben genannten Biofilme gegenüber ausge-
wählten Antibiotika nach Plasma-Behandlung sowie der potentiellen gesteigerten Unemp-
findlichkeit gegenüber Plasma. 
4.1 Charakterisierung verschiedener Plasma-Quellen hinsichtlich ihres 
antimikrobiellen Potentials 
Um eine geeignete Plasma-Quelle sowie eine Methode für die Behandlung stabiler, dreidi-
mensionaler Biofilme von S. epidermidis zu finden, wurden zunächst insgesamt fünf ver-
schiedene direkte (DBD) bzw. indirekte (kINPen-Geräte) Plasma-Quellen am Leibniz-Institut 
für Plasmaforschung und Technologie (INP, Greifswald) hinsichtlich ihres antimikrobiellen 
Potentials miteinander verglichen. Alle fünf verwendeten Plasma-Quellen generieren kalte 
Plasmen unter Atmosphärendruck und eignen sich damit für die Behandlung biologischer 
Materialien.  
Die Biofilme von S. epidermidis RP62A wurden zunächst für sieben Tage auf Polystyrol-
Deckgläschen kultiviert und anschließend in 1x PBS für eine bzw. drei Minuten mit den ent-
sprechenden Plasma-Quellen zentral behandelt. Die Kultivierung auf TCPS-Oberflächen 
wurde gewählt, da aus der Literatur hinreichend bekannt ist, dass S. epidermidis besonders 
stabile Biofilme auf Polymeroberflächen ausbildet und Polymere übliche Werkstoffe für Im-
plantat-Komponenten in der orthopädischen Chirurgie darstellen (Heilmann et al. 1997; 
Vacheethasanee et al. 1998; Tormo et al. 2005a; Tormo et al. 2005b). Wasch-Schritte nach 
der Plasma-Behandlung dienten der Nachahmung von Spülungen während chirurgischer 
Prozesse. Die initialen Behandlungszeiten wurden zwischen einer und fünf Minuten auf Ba-
sis eine Studie von Montie et al. 2000 gewählt, die eine 90%ige Reduktion der vitalen Bakte-




Anhand der Untersuchungsergebnisse ist zu erkennen, dass insbesondere der kHz-Jet und 
der kINPen08 signifikant antimikrobielles Potential besitzen. So konnte nach der Quantifizie-
rung der Lebendkeimzahl gezeigt werden, dass bereits eine Minute nach Behandlung mit 
dem kHz-Jet bzw. dem kINPen08 die Vitalität der Biofilmgebundenen S. epidermidis um 
90.84 % (s.e.m. ± 0.9 %, P<0.05) bzw. 97.34 % (s.e.m. ± 0.4 %, P<0.005) reduziert wurde. 
Längere Behandlungen der Biofilme mit dem kHz-Jet oder dem kINPen08 führten zu keiner 
weiteren signifikanten Reduktion der Vitalität im Vergleich zur unbehandelten Kontrolle. Die-
se bi-phasische Reduktion der Vitalität durch längere Expositionszeiten wurde auch schon 
von anderen Arbeitsgruppen beobachtet. Bayliss und Kollegen untersuchten die Wirkung von 
kaltem Plasma auf Listeria innocua, homogen auf Filtermembranen adhärent (Bayliss et al. 
2012). Sie führten den Effekt der bi-phasischen Reduktion auf einen sogenannten physikali-
schen „Shielding“-Effekt avitaler Bakterien zurück, wodurch vitale Bakterien durch bereits 
abgetötete Bakterien in Aggregaten vor der Plasma-Wirkung geschützt werden. Dieser Pro-
zess der aktiven Selbst-Organisation von Bakterien wurde schon vielfach für heterogene 
mikrobielle Biofilme beschrieben (Flemming et al. 2016). So besitzen Bakterien innerhalb 
eines Biofilms die Möglichkeit, sich durch lokale Gegebenheiten ausgelöste Differenzie-
rungsprozesse und koordinierte Lebens-Zyklen, wie Stadien-abhängige Gen-und Proteinex-
pression an diese anzupassen (Singer et al. 2010; Corning 2002). Dieser „Shielding“-Effekt 
wurde auch in der vorliegenden Arbeit beobachtet. Die REM- Aufnahmen (Abbildung 11) 
lassen deutlich erkennen, dass die obersten Biofilm-Schichten nach Plasma-Exposition mit 
kHz Jet und kINPen08 abgetötet wurden, während darunterliegende Schichten teilweise in-
takt geblieben sind. Die Fluoreszenzmikroskopischen Aufnahmen nach lebend/tot-Färbung 
lassen grüne Fluoreszenzsignale in einzelnen Aggregaten und tieferen Schichten des Bio-
films erkennen. Neben dem physikalischen Schutz entsteht durch die Aggregation der avita-
len Bakterien auch eine Barriere gegen die geladenen Teilchen der kalten Plasmen, sodass 
die Inaktivierung der Bakterien durch die aktiven Plasma-Bestandteile wie ROS oder RONS, 
Ionen oder UV-Strahlung weniger effektiv ist (Keudell et al. 2010; Bayliss et al. 2012).  
Weder für den kINPen09 noch den kINPenMed konnte ein antimikrobielles Potential gegen 
S. epidermidis-Biofilme nachgewiesen werden (nach ISO 22196:2011-08, Kunststoffe - Mes-
sung von antibakterieller Aktivität auf Kunststoff- und anderen porenfreien Oberflächen). 
Auch hier spielt der bereits beschriebene „Shielding“-Effekt, aber auch die Degradation der 
EPS-Matrix eine Rolle. So ist auch hier anhand der mikroskopischen Aufnahmen (siehe Ab-
bildung 10 und Abbildung 11) deutlich zu erkennen, dass die oberste Schicht der Biofilme 
durch einen Ätzungsprozess nach Exposition mit den kINPen-Quellen beschädigt wurde 





Neben den Effekten auf die Biofilme selbst müssen auch die technischen Parameter der ein-
zelnen Quellen verglichen werden. Da sich die verwendeten Plasma-Quellen der kINPen-
Serie, der kHz-Jet sowie die DBD hinsichtlich des Mechanismus der Plasma-Zündung und 
ihrer elektrischen Leistung unterscheiden, ist eine Betrachtung der Quellen über die spezifi-
sche Applikation erforderlich.  
Aus den Ergebnissen der Untersuchung der physikalischen Parameter sowie der antimikro-
biellen Wirkung der Plasmen auf Biofilme von S. epidermidis geht hervor, dass lediglich die 
Quellen der kINPen-Reihe über ihre elektrische Leistung miteinander verglichen werden 
können (siehe Tabelle 5). Der kINPen08 zeigt eine deutlich stärkere Leistung gegenüber den 
übrigen kINPen-Quellen. Die geringere Leistung des kINPenMed sowie kINPen09 korrelieren 
mit den Ergebnissen der Vitalitätsuntersuchungen.  
Im Vergleich zur indirekten Plasma-Behandlung der Biofilme mit den kINPen-Geräten, wer-
den die Biofilme bei der DBD-Behandlung direkt dem Plasma exponiert, da sich dieses zwi-
schen dem Biofilm und der Elektrode der Quelle bildet. Aus den Ergebnissen geht hervor, 
dass die Behandlung mit der DBD zu keiner Reduktion der Vitalität der Bakterien innerhalb 
der Biofilme führt. Im Gegensatz zur gängigen Literatur, konnte im Rahmen der vorliegenden 
Arbeit keine Reduktion der Vitalität der Biofilme von S. epidermidis innerhalb einer bzw. drei 
Minuten Plasma-Exposition nachgewiesen werden. Joshi und Kollegen haben gezeigt, dass 
eine Plasma-Behandlung von Biofilmen verschiedener S. aureus Subspezies (MRSA95, 
MRSA_USA300, MRSA_USA400) mit einer DBD (120 V) zu einer zeitabhängigen vollständi-
gen Reduktion der Vitalität der Bakterien innerhalb von 120 s führt (Joshi et al. 2011). Auch 
Ibis und Kollegen wiesen eine 95%ige Inaktivierung der Biofilme innerhalb von drei Minuten 
Behandlungszeit mit einer DBD-Quelle (31 KV, 1.5 kHz) nach (Ibis et al. 2016). Im Unter-
schied zu der vorliegenden Arbeit wurde dieses Ergebnis allerdings Biofilmen auf metalli-
schen Oberflächen (304 SS, 316L SS, Ti6Al4V) erzielt. Als Kontrolle dienten Biofilme auf 
UHMW-PE-Oberflächen (Ultra-High-Molecular-Weight Polyethylene). Die Vitalität dieser Bio-
filme wurde allerdings lediglich um eine Zehnerpotenz reduziert. Die geringere antimikrobiel-
le Aktivität der Plasma-Behandlung an den Polyethylen-Oberflächen ist auf das generelle 
Prinzip der DBD-Quelle und die dielektrischen Eigenschaften des Polyethylens zurückzufüh-
ren. So ist die DBD-Plasmaentladung von verschiedenen Faktoren abhängig, einschließlich 
der Art und Materialstärke des Dielektrikums (Thomas et al. 2009). Die gesamte übertragene 
Ladung für die Plasma-Entladung ist dabei proportional zur relativen Leitfähigkeit (Dielektrizi-
tätskonstanten) und zur Dicke des dielektrischen Materials (Kogelschatz 2003). Somit müss-
te bei einem dickeren Dielektrikum die Schwellenspannung zur Erzeugung der Plasma-
Entladung erhöht werden. Daher ist der Effekt der verringerten antimikrobiellen Aktivität des 
DBD-Plasmas auf die geringe elektrische Leitfähigkeit der Polyethylen-Oberflächen im Ver-




Eine Anpassung der Schwellenspannung wie durch Kogelschatz 2003 vorgeschlagen, war 
auf Grund der Konstruktion der verwendeten Quelle nicht möglich. 
Auf Grund der Oberflächen-unabhängigen Wirkung und der einfacheren Handhabbarkeit 
gegenüber der DBD und dem kHZ-Jet wurde die kINPen-Serie für die weiterführenden Ver-
suche der vorliegenden Arbeit gewählt. Aus der Serie wurde das Model kINPen08 gewählt, 
da dieser in den Vorversuchen das höchste antimikrobielle Potential aufwies.  
4.2 Charakterisierung des antimikrobiellen Potentials des kINPen08 auf 
Biofilme von S. epidermidis auf TiAlV-Oberflächen 
Um sich dem klinischen Zustand einer Implantat-assoziierten Infektion in vitro anzunähern, 
wurden die Biofilme von S. epidermidis auf Korund-gestrahlten Ti6Al4V-Oberflächen 
(Rz=20 µm) für einen Zeitraum von sieben Tagen kultiviert und anschließend mit Plasma 
behandelt. Die Biofilmbildung auf den TiAlV-Oberflächen erfolgte in Anlehnung an Patenge 
und Kollegen, in deren Studie die Biofilmbildung auf antimikrobiellen Oberflächen in einem 
statischen Kultivierungssystem untersucht wurde (Patenge et al. 2012). Dieses Kultivie-
rungssystem ermöglicht eine schnelle und reproduzierbare Biofilm-Kultivierung und Überwa-
chung. Um die metabolische Aktivität der Biofilme während der Biofilmbildung über den Ver-
suchszeitraum von sieben Tagen aufrecht zu halten, wurde in der vorliegenden Arbeit das 
statische Kultivierungssystem durch einen kompletten Mediumwechsel nach drei Tagen Kul-
tivierung ergänzt. Auch nicht adhärente Bakterien bzw. Mikrokolonien konnten dabei entfernt 
werden. Somit wurde sichergestellt, dass die Biofilme während der Plasma-Behandlung wei-
terhin metabolisch aktiv waren. Die Kultivierung auf mikrostrukturierten Korund gestrahlten 
TiAlV-Probekörpern zur Nachahmung Implantat-relevanter Oberflächen, zeigte stabile, drei-
dimensionalen Biofilme nach einer Kultivierungszeit von sieben Tagen. Auch Wu und Kolle-
gen wiesen nach, dass eine Mikrostrukturierung der Titan-Oberfläche zwischen Rz=3 µm 
und Rz=44 µm zu einer optimalen Adhäsion von S. epidermidis sowie Stabilität des gebilde-
ten Biofilms innerhalb des Versuchszeitraums von 24 h führte (Wu et al. 2011). Dies lässt 
sich mit der vergrößerten Kontaktoberfläche begründen, die den Bakterien zur Verfügung 
steht, da sich diese vorwiegend in konkaven Bereichen wie Vertiefungen und Mulden der 
Titan-Oberfläche ansiedeln (Whitehead et al. 2005).  
Zur Untersuchung der antimikrobiellen Wirkung des Plasmas auf die Biofilme von 
S. epidermidis wurde die Vitalität der Biofilme nach der Plasma-Behandlung untersucht. Als 
Kontrollen dienten unbehandelte Biofilme sowie Biofilme, die nur dem Argon-Sauerstoff-
Gemisch ausgesetzt waren. Da nicht auszuschließen war, dass der Transport zwischen Uni-
versitätsmedizin Rostock (IMIRKO) und INP Greifswald einen Einfluss auf die Vitalität hat, 




der Vitalitätsuntersuchungen zeigen, dass die Vitalität von S. epidermidis um zwei bis drei 
Zehnerpotenzen im Vergleich zur unbehandelten Kontrolle reduziert wurde. Auch gegenüber 
den Biofilmen auf TCPS-Oberflächen wurde eine weitere Steigerung der Reduktion um mehr 
als 2 % beobachtet. In einem weiteren Kontrollversuch wurden die Biofilme mit Argon-
Sauerstoff-Gemisch (1 % O2) ohne Plasmazündung behandelt, um alleinige Effekte des 
Gasgemischs auf die Vitalität der Biofilme zu erkennen. Anhand der Ergebnisse konnte ge-
zeigt werden, dass die Vitalität der Biofilme nach der Behandlung mit dem Gasgemisch ohne 
Plasma um lediglich 70,45 % nach einer Minute bzw. um 70,91 % nach drei Minuten Be-
handlungszeit reduziert wurde (siehe Abbildung 12). Im Vergleich zur Plasma-Behandlung ist 
somit kein alleiniger Effekt durch das Gasgemisch zu beobachten. Ein ähnlicher Effekt konn-
te auch von Mai-Prochnow und Kollegen für Biofilme von S. epidermidis beobachtet werden. 
So konnte nachgewiesen werden, dass die Vitalität der Biofilme von S. epidermidis auf kor-
rosionsbeständigen Stahloberflächen durch die reine Behandlung mittels Argon (3,1 slm) 
lediglich um eine Zehnerpotenz verringert werden konnte. Hüfner und Kollegen stellten einen 
ähnlichen Vergleich an ex vivo dentalen Biofilmen auf, in dem Biofilme jeweils für sechs bzw. 
zwölf Minuten mit Argon-Plasma, Argon-Plasma-Sauerstoff sowie Argon und Argon-
Sauerstoff behandelt wurden (Hüfner et al. 2017). Auch hier wurde durch die alleinige Be-
handlung mit dem Argon-Sauerstoff-Gemisch keine signifikante Reduktion der Biofilm-
Vitalität und -Masse nachgewiesen. 
Da neben der Reduktion der Vitalität der Biofilme auch die Entfernung der Biofilmmasse auf 
der Implantat-Oberfläche eine Rolle spielt, wurden die Biofilme in der vorliegenden Arbeit 
nach der Plasma-Behandlung zur Quantifizierung der Biofilmmasse mittels Kristall-Violett-
Färbung untersucht. Die Ergebnisse zeigen deutlich den Einfluss der Behandlung auf die 
Biofilmmasse. Nach Behandlung mit dem Argon-Sauerstoff Gemisch konnte eine Verminde-
rung der Biofilmmasse um 26 % bzw. 14 % nachgewiesen werden. In der vorliegenden Ar-
beit wurden sowohl für die Plasma-Behandlung, als auch für die Gas-Exposition Sauerstoff 
beigemischt. Fricke und Kollegen zeigten, dass eine Beimischung von 1 % Sauerstoff zum 
Plasma des kINPen08 die Entfernung sowie die Reduktion der Biofilme von C. albicans sig-
nifikant verbesserte (Fricke et al. 2012). Anhand optischer Emissionsspektroskopie wiesen 
sie nach, dass vor allem Bestandteile des Plasmas wie atomarer Sauerstoff oder freie Radi-
kale für einen sogenannten „Etching“-Prozess maßgeblich verantwortlich sind. Wie auch in 
der vorliegenden Arbeit konnten Fricke und Kollegen keinen signifikanten Einfluss auf die 
Biofilmmasse nach Exposition mit dem Gasgemisch beobachten. Auch Xu und Kollegen wie-
sen einen verbesserten antimikrobiellen Effekt auf Biofilme von S. aureus durch die Beimi-
schung von Sauerstoff zu einem Helium-Plasma nach (Xu et al. 2017). 
Neben der Zusammensetzung der Plasmen spielen bei der Beseitigung der Biofilme auf Im-




nimmt u.a. die EPS-Matrix einen großen Einfluss auf den Erfolg der Plasma-Behandlung. Die 
Zusammensetzung der EPS-Matrix variiert dabei abhängig von der Spezies, besteht aber 
generell aus Polysacchariden, Lipiden, Proteinen und extrazellulärer DNA (Flemming und 
Wingender 2010). Wie schon hinreichend untersucht wurde, bildet die EPS-Matrix nicht nur 
einen Schutz einzelner Bakterien innerhalb des Biofilms vor antibiotischen Substanzen oder 
Bioziden, sondern auch vor Plasma-Bestandteilen wie reaktiven Spezies, geladenen Parti-
keln und Photonen (Flemming und Wingender 2010; Mai-Prochnow et al. 2014; Mai-
Prochnow et al. 2016). So wurden von Alkawareek und Kollegen an Biofilmen von Bacillus 
cereus, Staphylococcus aureus, Escherichia coli und Pseudomonas aeruginosa Untersu-
chungen vorgenommen, die Bestandteile der EPS-Matrix für das Abfangen reaktiver Spezies 
verantwortlich zeigen (Alkawareek et al. 2012). Ähnliches wurde für die freien Radikale der 
menschlichen Leukozyten gezeigt (Simpson et al. 1989). Somit sind u.a. längere Behand-
lungszeiten notwendig, um die Biofilme zu penetrieren und die EPS-Matrix zu destabilisieren. 
Nach erfolgreicher Desintegration der EPS-Matrix, sind die Bakterien innerhalb des Biofilms 
für die Plasma-spezifischen Bestandteile besser erreichbar (Traba und Liang 2011). In der 
vorliegenden Arbeit wurden Behandlungszeiten von einer und drei Minuten untersucht. An-
hand der Vitalitätsbestimmung, der Biofilmmassen-Quantifizierung sowie der mikroskopi-
schen Analysen wird deutlich, dass eine Minimierung der Biofilm-Vitalität und-Masse abhän-
gig ist von der Behandlungszeit. Die mikroskopischen Aufnahmen (Abbildung 23) lassen 
diesbezüglich erkennen, dass nach einer längeren Plasma-Behandlung der Biofilme die 
EPS-Matrix desintegriert wurde und weniger vitale Bakterien nachgewiesen werden konnten. 
Das Ergebnis wird weiterhin durch den direkten Vergleich der Plasma-behandelten Proben 
mit den Biofilmen der Gasgemisch Exposition deutlich. Nach lebend/tot-Färbung sind ver-
mischt rote und grüne Fluoreszenzsignale zu erkennen. Da die Aufnahmen mittels CLSM 
dokumentiert wurden, ist davon auszugehen, dass grüne Signale aus den tieferen Schichten 
der Biofilme die roten Signale in den oberen Schichten überstrahlen. Interessanterweise ist 
dieser Effekt auch für die Biofilme nach dreiminütiger Plasma-Behandlung zu beobachten. 
Auch die Ergebnisse der Biofilmmassen-Quantifizierung weisen eine höhere Biofilmmasse 
auf, als die Biofilme nach einer Minute Plasma-Behandlung. Dieser Effekt ist auf das oben 
genannte „Etching“ der Biofilme sowie den von Bayliss und Kollegen beschriebenen „Shiel-
ding“-Effekt der abgetöteten Bakterien zurückzuführen (Fricke et al. 2012; Bayliss et al. 
2012). 
Neben der Degradation der EPS-Matrix zeigen die REM-Aufnahmen auch eine Beschädi-
gung der Zellwandstrukturen von S. epidermidis nach der Plasma-Behandlung. Diese sind 
auf die durch das Plasma hervorgerufene Oxidation der Zellwandbestandteile wie Lipiden, 
Glykoproteinen und Proteinen zurückzuführen (Alkawareek et al. 2012). Als Folge dessen 




(Joaquin et al. 2009; Koban et al. 2010; Vollmer et al. 2008; Rogers et al. 1980). Zusätzlich 
können geladene Teilchen, die durch Plasma erzeugt werden, zu einer Membranlyse führen, 
wenn elektrostatische Kräfte die Zugfestigkeit der Zellwand überwinden (Geyter und Morent 
2012; Lunov et al. 2016; Liao et al. 2017). Allerdings wurde dieser Effekt in erster Linie bei 
einer direkten Plasma-Behandlung mittels DBD beobachtet (Mendis et al. 2000; Laroussi et 
al. 2003; Laroussi 2009). Auch die Zusammensetzung und Stärke der bakteriellen Zellwand 
hat maßgeblichen Einfluss auf die antimikrobielle Wirkung von kalten Atmosphärendruck-
plasmen. Gram-negative Bakterien reagieren dabei sensitiver auf die Plasma-Einwirkung als 
gram-positive Spezies. Der Grund dafür liegt in der spezifischen Zellwandarchitektur gram-
positiver und –negativer Bakterien (Laroussi et al. 2003; Stoffels et al. 2008). Während gram-
positive Bakterien neben der zytoplasmatische Membran, bestehend aus Phospholipiden, 
eine stark ausgeprägte Peptidoglykan-Schicht besitzen, weisen gram-negative Bakterien 
zusätzlich eine äußere Membran, bestehend aus Phospholipiden und Lipopolysacchariden 
auf (Koebnik et al. 2000). Die Peptidoglykan-Schicht gram negativer Bakterien ist deutlich 
schwächer ausgeprägt und bildet den periplasmatischen Raum zwischen der inneren und 
äußeren zytoplasmatischen Membran. Wie bereits genannt, ist die Peroxidation von Lipiden 
ein bekannter Mechanismus der Plasma-Inaktivierung (Vatansever et al. 2013). Aus der Lite-
ratur ist bekannt, dass insbesondere Membran-Lipide auf Grund ihrer exponierten Position 
besonders sensitiv gegenüber oxidativem Stress durch z. B. ROS und physikalischen Belas-
tungen sind (Montie et al. 2000). Ein weiterer Faktor, der die Sensitivität von gram-negativen 
Bakterien gegenüber kalten Plasmen erhöht, ist der hohe Anteil von Porinen in der äußeren 
Membran dieser, wodurch die aktiven Bestandteile der Plasmen besser in die Zelle penetrie-
ren können (Mai-Prochnow et al. 2016). Han und Kollegen konnten allerdings nachweisen, 
dass der intrazelluläre Schaden durch aktive Spezies in gram-positiven Bakterien stärker 
ausgeprägt war (Han et al. 2015). Die antimikrobielle Wirkung gegen S. aureus war dabei auf 
die Akkumulation intrazellulärer ROS zurückzuführen, während E. coli durch die Schädigung 
der Zellwand inaktiviert wurde. Bei beiden untersuchten Bakterien wirkte sich jedoch eine 
Verlängerung der Behandlungszeit positiv auf die generierten intrazellulären ROS aus. 
4.3 Revitalisierung der Biofilme von S. epidermidis auf TiAlV-
Oberflächen nach Plasma-Exposition  
Eine nachhaltige Entfernung und Inaktivierung von Biofilmen auf Implantat-Oberflächen stellt 
weiterhin ein großes Problem der Plasmamedizin dar. So konnte in der vorliegenden Arbeit 
zwar eine Reduktion der Vitalität von S. epidermidis innerhalb der Biofilme um mehr als 99 % 
erreicht werden, allerdings zeigten die Quantifizierung der Biofilmmasse sowie die qualitati-
ven mikroskopischen Aufnahmen keine vollständige Entfernung der Biofilme auf den TiAlV-




nach der Behandlung mit einem Helium-Plasma zwar inaktiviert wurden, diese dennoch wei-
terhin auf der Kultivierungsfläche nachgewiesen werden konnten. Eine vollständige Beseiti-
gung der Biofilme durch alleinige Plasma-Behandlung wurde somit nicht erreicht. Auch die 
von Idlibi und Kollegen untersuchten oralen Biofilme konnten mittels alleiniger Plasma-
Behandlung nicht von den eingesetzten maschinierten Titan-Oberflächen entfernt werden 
(Idlibi et al. 2013). Lediglich durch eine kombinierte Behandlung von Plasma mit mechani-
scher Einwirkung konnte bisher eine vollständige Beseitigung von Biofilmen nachgewiesen 
werden (Rupf et al. 2011; Duske et al. 2015a; Matthes et al. 2017). Demnach besteht nach 
Abschluss der Plasma-Behandlung die Gefahr des erneuten Wachstums durch residuale 
viable Bakterien.  
In der vorliegenden Arbeit wurden die restlichen Biofilmstrukturen nach Plasma-Exposition 
erneut für 24 h in TSB-Medium kultiviert. Mit Hilfe dieses Revitalisierungsversuchs sollte ge-
zeigt werden, ob die Biofilme durch die Plasma-Behandlung irreversibel geschädigt wurden. 
Anhand der Ergebnisse der Lebendkeimzahlbestimmung (Abbildung 16) ist deutlich zu er-
kennen, dass die Vitalität von S. epidermidis innerhalb der Biofilme nach der Plasma-
Exposition erneut zunimmt, was zunächst auf den generellen Versuchsaufbau zurückzufüh-
ren ist. Da die Biofilme auf den TiAlV-Probekörpern (Ø= 11 mm) nur punktuell für eine bzw. 
drei Minuten behandelt wurden, ist nicht jeder Bereich der Probekörper mit dem Plasma be-
handelt worden. Typischerweise besitzt der Effluent der kINPen-Quellen einen Durchmesser 
von 1-7 mm (Metelmann et al. 2016; Fricke et al. 2012). Die Versuchsanordnung erfolgte in 
Anlehnung an Fricke und Kollegen. Sie wiesen nach, dass Biofilme von C. albicans durch 
Zumischung von 1 % Sauerstoff zu einem Argon-Plasma (kINPen08) nach einer Behand-
lungszeit von 5 min nahezu vollständig von der Kultivierungsoberfläche entfernt werden 
konnten (Fricke et al. 2012). In der vorliegenden Arbeit weist die Quantifizierung der Biofilm-
masse nach, dass der Biofilm nach der Revitalisierung wieder vital ist, die Biofilmmasse aber 
lediglich um 37 % bzw. 14 % nach einer bzw. drei Minuten Plasma-Exposition ansteigt (siehe 
Vergleich Abbildung 12 und Abbildung 16). Traban und Liang zeigten an Biofilmen von 
S. aureus, dass sich die Biofilmmasse nach der Plasma-Exposition und erneuter Kultivierung 
nicht veränderte (Traba und Liang 2011). In ihrem Fall konnten die Lebendkeimzahlbestim-
mung und ein metabolischer Test allerdings beweisen, dass die Biofilme avital waren. Inte-
ressanterweise wurden hier aber vitale Bakterien im Medium-Überstand der Biofilme nach-
gewiesen. Dies führen die Autoren auf das Etching der EPS-Matrix zurück, wodurch vitale 
Mikrokolonien, die durch das Plasma nicht beeinträchtigt wurden über den Medium-
Überstand nach der Plasma-Exposition erneut den Biofilm aufbauen können. Vergleicht man 
weiterführend die Fluoreszenzmikroskopischen Aufnahmen der vorliegenden Arbeit nach der 
direkten Plasma-Behandlung sowie nach der Revitalisierung, wird deutlich, dass nach der 




rauf hin, dass ein Großteil von S. epidermidis innerhalb der tieferen Schichten des Biofilms 
durch die direkte Plasma-Behandlung zum Selbstschutz in den VBNC-Zustand (Viable-But-
Not-Culturable) übergeht. Während dieses Zustands besitzen die Bakterien weiterhin eine 
intakte Membran, Wachstums- und Teilungsprozesse sind aber eingestellt (Oliver 2005; Tre-
vors 2011). Dieser Zustand ist nach Plasma-Exposition nicht unüblich, als Antwort auf einen 
oder mehrere Stressfaktoren (z. B. UV-Strahlung, oxidativer Stress) (Abramzon et al. 2006; 
Joaquin et al. 2009; Ben Said et al. 2010; Cooper et al. 2010; Brelles-Mariño 2012; Pinto et 
al. 2015). So zeigten u.a. Xu und Kollegen, dass ein Anteil von 5 % der Biofilme von 
S. aureus nach einer Behandlung mit einem Helium-Plasma für 10 min in den VBNC-
Zustand übergeht (Vandervoort et al. 2008; Marchal et al. 2012; Xu et al. 2017). Durch sub-
letale kurze Behandlungszeit wird der VBNC-Zustand weiterhin gefördert (Moreau et al. 
2005; Rowan et al. 2008). Werden diese Bakterien nun durch z. B. erneute Kultivierung reak-
tiviert bzw. befinden sich als Mikrokolonien geschützt im Medium-Überstand, sind diese ohne 
weiteres in der Lage den Biofilm erneut zu re-populieren. Anhand der REM-Bilder ist aller-
dings erkennbar, dass die Morphologie der Biofilme, insbesondere der EPS-Matrix auch 
nach erneuter Kultivierung für 24 h durch die Plasma-Behandlung irreversibel geschädigt 
wurde. 
Die Ergebnisse der Revitalisierung zeigen deutlich, dass eine alleinige Behandlung der Bio-
filme mit kaltem Plasma und den hier gewählten Behandlungszeiten sowie einer punktuellen 
Behandlung diese nicht vollständig abtötet und von der TiAlV-Oberfläche entfernt. 
4.4 Empfindlichkeit von S. epidermidis im Biofilm auf TiAlV-Oberflächen 
nach Plasma-Exposition gegenüber ausgewählten Antibiotika 
Die Oberfläche orthopädischer Implantate bietet die optimale Umgebung für Bakterien an 
diese zu adhärieren und einen Biofilm auszubilden (Cos et al. 2010). Konventionelle antimik-
robielle chemische (Antibiotika, Ethylenoxid) oder physikalische (Autoklavieren, Gamma-
Sterilisation) Behandlungsmethoden sind nur geringfügig zur vollständigen Inaktivierung und 
Entfernung von bakteriellen Biofilmen auf Oberflächen einsetzbar (Chen und Stewart 2000; 
Vickery et al. 2000). Dieses Problem besteht im gleichen Maße für Implantat-assoziierte In-
fektionen. Eine der wesentlichen Eigenschaften von Biofilmen ist die um ein vielfaches er-
höhte Resistenz gegenüber antibiotischen Substanzen sowie dem Immunsystem des Wirts-
organismus (Cos et al. 2010). Innerhalb der Biofilme weisen bakterielle Spezies eine um bis 
zu 1000-fach höhere Resistenz gegenüber antibiotischen Substanzen auf als planktonisch 
lebende Spezies (Ceri et al. 1999; Mah und O'Toole 2001; Wu et al. 2003; Brooks und Jef-
ferson 2012). Bestehende Antibiotika sind bei typischen Dosierungen zur Behandlung von 
Biofilm-Infektionen weniger wirksam, da sie nur die empfindlichen Biofilmpopulationen abtö-




besondere systemische Antibiotikabehandlungen, können das Biofilmwachstum zwar unter-
drücken, den Biofilm aber nicht vollständig beseitigen (Stoodley et al. 2002; Patel 2005; 
Lewis 2008). Implantat-assoziierte Infektionen werden aus dem Grund als äußerst kompli-
zierte und potentiell lebensbedrohliche Komplikationen eingestuft (Costerton et al. 1999; 
Donlan und Costerton 2002; Jorge et al. 2012; Vertes et al. 2012). Die unterschiedlichen 
Resistenzmechanismen von Bakterien innerhalb eines Biofilmes werden durch verschiedene 
Faktoren angeregt (Stewart 2002). So können z. B. Nährstoff-und Sauerstoffarmut innerhalb 
eines Biofilms dazu führen, dass einige Bakterien in einen stationären Zustand übergehen, 
was sie weniger empfindlich gegenüber Wachstums-abhängigen Antibiotika macht (Cos et 
al. 2010). Es wurde aber auch beschrieben, dass Subpopulationen von Bakterien innerhalb 
der Biofilme in einen phänotypisch resistenten Zustand differenzieren (Lewis 2008). Des 
Weiteren wurde nachgewiesen, dass einige Spezies innerhalb eines Biofilms spezifische 
antimikrobielle Resistenz-Gene exprimieren, die nicht für die Biofilmbildung benötigt werden 
(Patel 2005). Aber auch die Strukturierung und drei-dimensionale Anordnung eines Biofilms 
selbst dient als physikalische Barriere gegenüber antimikrobiellen Substanzen, in dem z. B. 
die Penetration in tiefere Schichten des Biofilms verhindert wird (Stewart und Costerton 
2001; Stoodley et al. 2002; Lynch und Abbanat 2010). Die Fähigkeit der EPS-Matrix, als 
physikalische Barriere zu wirken, hängt jedoch von der Art der verwendeten Antibiotika, der 
Konzentration sowie der Bindung an die EPS-Matrix ab (Picioreanu et al. 2000a, 2000b). 
Insbesondere geladene oder chemisch reaktive Substanzen dringen auf Grund der negativ 
geladenen EPS-Matrix nicht in die tieferen Schichten des Biofilms vor, da diese wie eine Io-
nenaustausch-Barriere wirkt (Costerton et al. 1995). Es konnte jedoch an Biofilmen von 
S. aureus und S. epidermidis gezeigt werden, dass einige kleine Moleküle wie Wasser und 
Sauerstoff durch Verwendung von Kanälen mit unterschiedlichen Durchmessern sich frei im 
gesamten Biofilm bewegen (Dunne et al. 1993; Jefferson et al. 2005).  
In den letzten Jahren konnte gezeigt werden, dass kaltes Plasma Biofilme, insbesondere die 
Antibiotika-resistenter Spezies wie MRSA, ESKAPE Pathogene oder auch Burkholde-
ria cenocepacia, inaktiviert (Bayliss et al. 2012; Flynn et al. 2015; Alshraiedeh et al. 2016; 
Napp et al. 2016). Die Auswirkungen der Plasmen sind dabei jedoch sehr unterschiedlich, 
wobei die Produktion von Biomasse und Katalase eine wichtige Rolle bei der Biofilmtoleranz 
gegenüber der Plasmaexposition spielt (Bourke et al. 2017). In der vorliegenden Arbeit wur-
den Biofilme des Gentamicin-resistenten Stamms S. epidermidis RP62A hinsichtlich ihrer 
Empfindlichkeit gegenüber Gentamicin-Sulfat nach Plasma-Exposition für eine bzw. drei Mi-
nuten untersucht. Zunächst wurde die minimale Hemmkonzentration von Gentamicin-Sulfat 
an Plasma-exponierten Biofilmen mittels E-Test untersucht. Die Ergebnisse zeigen eine 
deutliche Zunahme der Gentamicin Sensitivität von S. epidermidis Biofilmen durch Plasma-




und Kollegen konnten eine Reduktion der MIC von Kanamycin und Trimethoprim gegen 
MRSA nach Plasma-Exposition über 30 s nachweisen (Bayliss et al. 2012). Kanamycin und 
Gentamicin zählen zu den Konzentrations-abhängigen bakteriziden Antibiotika der Gruppe 
der Aminoglykoside (Mingeot-Leclercq et al. 1999; Tenson et al. 2003). Diese durchdringen 
die bakterielle Zellmembran aktiv oder mittels Diffusion, um an die 30S-Untereinheit der Ri-
bosomen zu binden. Dadurch kommt es zum fehlerhaften Ablesen der mRNA, sodass die 
Proteinbiosynthese ausbleibt bzw. fehlerhafte Proteine exprimiert werden. Als Konsequenz 
werden z. B. fehlerhafte Nonsense-Proteine in die bakterielle Zellwand eingebaut (Mingeot-
Leclercq et al. 1999; Tenson et al. 2003). Die Ergebnisse der vorliegenden Arbeit zeigen, 
dass sowohl die EPS-Matrix, als auch die Zellwände von S. epidermidis durch Plasma-
Exposition beschädigt wurden (siehe Abschnitt 3.1.2). Die erhöhte Gentamicin-Sensitivität 
von S. epidermidis ist möglicheweise auf eine erhöhte Penetration der Biofilme nach Plasma-
Behandlung zurückzuführen. Auch die Reduktion der MIC durch die Argon-Sauerstoff-
Kontrolle lässt sich durch das Etching der EPS-Matrix und der damit verbundenen teilweisen 
Entfernung von Mikrokolonie aus dem Biofilmverbund erklären. Einen ähnlichen Effekt be-
schreiben auch Lührmann und Kollegen. In ihrer Arbeit wurde mit Hilfe der Agar-
Diffusionsmethode die Empfindlichkeit verschiedener S. aureus Subpopulationen auf ver-
schiedene Antibiotika in Kombination mit einer Plasma-Behandlung untersucht (Bayliss et al. 
2012; Lührmann et al. 2016). Hierbei wiesen sie wie schon Bayliss und Kollegen eine erhöh-
te Sensitivität von S. aureus gegenüber Trimethoprim nach. Als Kontrolle diente auch in die-
sem Fall Argon ohne Plasma-Behandlung.  
Da für den E-Test in der vorliegenden Arbeit die Bakterien aus ihren Biofilmstrukturen gelöst 
werden mussten, wurden im Anschluss an die MHK-Bestimmung Untersuchungen der 
Gentamicin-Sensitivität an intakten Biofilmen von S. epidermidis auf TiAlV-Probekörpern 
durchgeführt. Dazu wurden die Biofilme nach der Plasma-bzw. Gas-Exposition für 24 h in 
Gentamicin-haltigem TSB-Medium kultiviert. Die Ergebnisse der Lebendkeimzahlbestim-
mung zeigen dabei eine deutliche Reduktion der vitalen Bakterien um vier Zehnerpotenzen 
innerhalb der unbehandelten Kontrolle durch den alleinigen Einfluss von Gentamicin. In 
Kombination mit der Plasma-Behandlung kommt es sogar zu einer vollständigen Reduktion 
der vitalen Bakterien innerhalb des Biofilms nach kombinierter Plasma- und Gentamicin-
Behandlung. Auch nach der kombinierten Behandlung mit dem Gasgemisch und Gentamicin 
wurden keine vitalen Bakterien innerhalb der Biofilme nachgewiesen. Aus der Literatur ist 
bekannt, dass insbesondere die EPS-Matrix von S. epidermidis Biofilmen die Aktivität diver-
ser Antibiotika reduziert, da die Biofilme nicht hinreichend penetriert werden können (Souli 
und Giamarellou 1998; König et al. 2001; Mathur et al. 2005; Rodríguez-Martínez et al. 
2007). Die verringerte Diffusionsgeschwindigkeit von Antibiotika durch die EPS-Matrix in den 




Biofilms aktiviert werden (Donlan und Costerton 2002; Høiby et al. 2010). Zusätzlich kommt 
es zu einem graduellen Verdünnungseffekt der Antibiotika durch die Wachstumshemmung 
bzw. Abtötung der Bakterien in den obersten Schichten des Biofilms (Donlan und Costerton 
2002; Bagge et al. 2004; Mai-Prochnow et al. 2008). Auf Grund der Desintegration der EPS-
Matrix durch die Plasma-bzw. Gasgemisch-Behandlung ist ein gesteigertes Eindringen von 
Gentamicin in den Biofilm denkbar. Die REM-Aufnahmen belegen diesen Effekt lediglich 
qualitativ. Neben des Etching-Prozesses der EPS-Matrix sowie der bakteriellen Zellwände ist 
auch die Akkumulation von ROS an der antimikrobiellen Wirkung von kalten Plasmen betei-
ligt. Durch die Desintegration der EPS-Matrix penetrieren ROS einfacher in tiefere Schichten 
des Biofilms, sodass einzelne Bakterien den reaktiven Spezies ausgesetzt sind, was dann zu 
einer Beschädigung der bakteriellen Zellmembran führt (Traba und Liang 2015). Somit wird 
Zellwand-gängigen Antibiotika ein einfacheres Eindringen in die Bakterien möglich. Neben 
oxidativen Stress durch ROS nach Plasma-Behandlung kommt es durch die zusätzliche Be-
handlung mit Gentamicin-Sulfat zu einer gesteigerten Belastung mit ROS. Dwyer und Kolle-
gen konnten nachweisen, dass eine Behandlung von E. coli mit bakteriziden Antibiotika zur 
Entwicklung von ROS durch metabolische Mechanismen führt, welche wiederum die Abtö-
tung der Bakterien begünstigt (Dwyer et al. 2007; Dwyer et al. 2012).  
Da wie schon oben beschrieben durch alleinige Plasma-Behandlung keine vollständige Ent-
fernung der Biofilme auf den Probekörpern erreicht werden konnte, wurde neben der Le-
bendkeimzahl auch die Biofilmmasse quantifiziert sowie mikroskopische Aufnahmen zur 
Morphologie und Vitalität der Biofilme angefertigt (Rupf et al. 2011; Duske et al. 2015a; 
Matthes et al. 2017). Die Quantifizierung der Biofilmmasse zeigt deutlich, dass die Biofilme 
nach Plasma-und Gasgemisch-Exposition nicht vollständig von den Probekörpern entfernt 
werden konnten. Der direkte Vergleich zwischen den behandelten Proben weist auf eine 
deutlich größere Biofilmmasse nach Gasgemisch-Exposition hin. Anhand der fluoreszenz-
mikroskopischen Aufnahmen wird deutlich, dass durch die kombinierte Behandlung mit dem 
Gasgemisch und Gentamicin-Sulfat noch vitale Bakterien in den Überresten der Biofilme zu 
detektieren sind. Somit ist davon auszugehen, dass die Bakterien in den tieferen Schichten 
des Biofilms in VBNC-Zustand übergegangen sind (Abramzon et al. 2006; Joaquin et al. 
2009; Brelles-Mariño 2012). Dieser Zustand ist wie schon oben beschrieben nach Einfluss 





4.5 Revitalisierung von S. epidermidis im Biofilm auf TiAlV-Oberflächen 
nach kombinierter Plasma- und Gentamicin-Behandlung 
Auf Grund der unvollständigen Beseitigung von Biofilmen auf Implantat-Oberflächen kommt 
es immer wieder zur erneuten Ausbreitung der Infektion. Das Versagen der Sterilisation or-
thopädischer Implantate nach einer Infektion kann zu einer längeren Antibiotikatherapie, lan-
gen Krankenhausaufenthalten und einer erhöhten Morbidität des Patienten führen (Traba et 
al. 2013). In der vorliegenden Arbeit konnte bisher gezeigt werden, dass Biofilme von 
S. epidermidis nach einer kombinierten Plasma-und Gentamicin-Behandlung zwar avital 
sind, Biofilmstrukturen dennoch auf den TiAlV-Oberflächen nachgewiesen wurden. Aus die-
sem Grund wurden die Biofilme nach der kombinierten Behandlung erneut für 24 h kultiviert. 
Anhand der Ergebnisse der Lebendkeimzahlbestimmung wird deutlich, dass diese nach der 
Gasgemisch-und Gentamicin-Kombination erneut zunimmt. Dieser Effekt ist schon wie unter 
4.4 beschrieben auf den VBNC-Zustand der Bakterien zurückzuführen. Dieser kann durch 
günstige Bedingungen wie erneuter Nährstoffzufuhr, aber auch nicht ausreichender Antibio-
se wieder aufgehoben werden (Abramzon et al. 2006; Joaquin et al. 2009; Brelles-Mariño 
2012; Pinto et al. 2015). Auch die mikroskopischen Aufnahmen bestätigen dieses Ergebnis. 
Im Gegensatz dazu ist für die Biofilme nach kombinierter Plasma-und Gentamicin-
Behandlung keine Zunahme der Lebendkeimzahl zu detektieren, sodass von einer vollstän-
digen Inaktivierung der Vitalität der Biofilme auszugehen ist. Bisher gibt es in der Literatur 
keine bekannten vergleichbaren Untersuchungen zur kombinierten Wirkung von kalten 
Plasmen und Antibiotika auf bakterielle Biofilme. Pandit und Kollegen zeigten eine effektive 
Beeinträchtigung der EPS-Matrix-Produktion durch Zugabe von Vitamin C zu plasma-
behandelten Biofilmen von Bacillus subtilis, E. coli, P. aeruginosa und S. epidermidis. Dies 
führt zu einer Verringerung der Biofilmkomplexität und könnte somit die Anfälligkeit der Bak-
terien innerhalb der Biofilme gegenüber verschiedenen antimikrobiellen Substanzen erhöhen 
(Pandit et al. 2017). 
4.6 Empfindlichkeit von S. epidermidis nach Plasma-Behandlung ge-
genüber ausgewählten Antibiotika im planktonischen Zustand 
Auf Grund der positiven Ergebnisse zur Untersuchung der Erhöhung der Gentamicin-
Empfindlichkeit von S. epidermidis nach Plasma-Behandlung, wurden diese auch auf weitere 
Antibiotika getestet. Weiterhin sollte untersucht werden, ob potentiell abgelöste einzelne 
Bakterien bzw. Mikrokolonien aus den Biofilmen nach der Plasma-Exposition eine erhöhte 
Sensitivität gegenüber den gewählten Antibiotika aufweisen. Das angefertigte Antibiogramm 
für S. epidermidis RP62A verdeutlicht, dass S. epidermidis RP62A gegen eine Vielzahl wei-




Erythromycin und Ampicillin nachgewiesen. Wie Gentamicin wirkt auch Erythromycin transla-
tionshemmend auf die Proteinsynthese der Bakterien ein, indem es an die 50S-
Untereinheiten der bakteriellen Ribosomen bindet. Ampicillin hingegen gehört zur Gruppe 
der β-Laktam Antibiotika und hemmt das bakterielle Wachstum insbesondere aktiver, sich 
teilender Bakterien, indem es durch Blockieren der Transpeptidase (Penicillin-bindende Pro-
teine) nach der Teilung der Bakterien die Neusynthese der Zellwand verhindert. Sowohl 
Gentamicin, als auch Erythromycin und Ampicillin wirken, abhängig von ihrer Konzentration, 
bakterizid. Zunächst wurden die MHK für Ampicillin und Erythromycin bestimmt, wie schon 
unter 4.4 beschrieben. Dazu wurden die Biofilme nach der Plasma-Behandlung mit Hilfe ei-
nes Ultraschall-Verfahrens von den TiAlV-Oberflächen gelöst. Wie auch schon für die MHK-
Bestimmung von Gentamicin lagen die Bakterien aus der Biofilmstruktur herausgelöst vor, 
sodass in diesem Fall von planktonischen Bakterien ausgegangen wird. Anhand der MHK-
Bestimmung von Ampicillin wird deutlich, dass weder durch Plasma-noch Gas-Behandlung 
eine signifikante Erhöhung der Sensitivität von S. epidermidis gegenüber Ampicillin nachzu-
weisen ist. Wie schon von Lührmann und Kollegen beschrieben, konnte auch für S. aureus 
nur eine geringfügig erhöhte Sensitivität gegenüber Oxacillin, einem β-Laktam Antibiotikum, 
detektiert werden (Lührmann et al. 2016). Im Gegensatz dazu konnte von Hoon Park und 
Kollegen gezeigt werden, dass mittels eines Argon-Plasmas (DBD) die β-Laktamase-Aktivität 
von MRSA reduziert und somit die Empfindlichkeit gegenüber β-Laktam-Antibiotika erhöht 
wird (Park et al. 2015). In beiden Studien wurde allerdings nicht der Einfluss der Plasmen auf 
Biofilme, sondern auf vollständig planktonisch kultivierte S. aureus getestet. Auf Grund des 
Studiendesigns der vorliegenden Arbeit, in dem Biofilm-gebundene S. epidermidis zunächst 
mit Plasma behandelt wurden und erst im Anschluss in ihrem planktonischen Zustand unter-
sucht wurden, ist davon auszugehen, dass dieser Unterschied einen enormen Einfluss auf 
Antibiotika-Empfindlichkeit hat. So wurden wie schon in Abschnitt 4.2 und 4.3 erläutert, nicht 
alle Schichten des Biofilms durch das Plasma penetriert. Es ist also davon auszugehen, dass 
Bakterien der tieferen Schichten unbeeinflusst durch die Plasma-Effekte wachsen konnten. 
Auch ist durch den Eintritt einiger Bakterien in den VBNC-Zustand von der Bildung soge-
nannter „Persiter“-Zellen auszugehen, wodurch diese weniger sensitiv bis vollständig resis-
tent gegenüber Antibiotika sind (Dawson et al. 2011; Bayliss et al. 2012).  
Da die MHK für Erythromycin außerhalb der Nachweisgrenze der kommerziellen E-Test-
Streifen lag, konnten keine quantitativen Daten erhoben werden. Somit wurden nachfolgen-
den Wachstumskinetiken für den Einfluss von Gentamicin, Ampicillin und Erythromycin in 
einem Konzentrationsbereich von 1 µg/ml bis 1000 µg/ml durchgeführt. Zunächst wurde an-
hand der Wachstumskinetiken von S. epidermidis nach Plasma-bzw. Gas-Behandlung nach-
gewiesen, dass keine der beiden Behandlungen einen nachhaltigen Effekt auf das Wachs-




suchungen der Biofilme nach Plasma-bzw. Gas-Exposition wie schon in Abschnitt 4.3 be-
schrieben. Nach Zugabe von 1 µg/ml Gentamicin ist ein verzögertes Wachstum insbesonde-
re der Gas-exponierten Bakterien zu beobachten. Auch Lührmann und Kollegen konnten 
einen ähnlichen Effekt auf S. aureus beobachten. Sie erklären dieses Phänomen mit der 
höheren mechanischen Belastung der Bakterien durch das pure Argon-Gas, da durch die 
Zündung von Plasma der effektive Gasfluss negativ beeinflusst wird (Lührmann et al. 2016). 
Für Ampicillin und Erythromycin konnte für die Konzentration von 1 µg/ml kein Wachstums-
hemmender Effekt durch Plasma-oder Gas-Exposition nachgewiesen werden. Auf Grund der 
Daten des Antibiogramms sowie der MHK-Bestimmung war dieses Ergebnis nicht gänzlich 
unerwartet. Nach einer Erhöhung der Konzentration um das 10-fache wurde lediglich für 
Gentamicin ein verzögertes bis vollständig gehemmtes Wachstum von S. epidermidis nach 
Plasma-bzw. Gas-Exposition im Vergleich zur unbehandelten Kontrolle detektiert. Diese Er-
gebnisse decken sich mit den bereits diskutierten Ergebnissen aus Abschnitt 4.4 und 4.5. 
Für Ampicillin konnte im Vergleich zur unbehandelten Kontrolle gezeigt werden, dass ledig-
lich diese durch den Einfluss von 100 µg/ml Ampicillin in ihrem Wachstum beeinflusst wird. 
Für die Plasma-bzw. Gas-exponierten Bakterien ist sogar ein unverändertes Wachstumsver-
halten zu beobachten. Dieser Effekt ist auf die bereits diskutierten resistenten „Persister“-
Bakterien zurückzuführen (Dawson et al. 2011; Bayliss et al. 2012). Auch demonstrieren die-
se Ergebnisse die subletale Dosis von Ampicillin für S. epidermidis RP62A. Für Biofilme von 
Staphylokokken sowie P. aeruginosa konnte gezeigt werden, dass subletalen Dosen von β-
Laktam-Antibiotika zu einer erhöhten Produktion der EPS-Matrix führten (Permin et al. 1983; 
Dunne 1990; Rachid et al. 2000). Die Wachstumskinetiken unter Einfluss von Erythromycin 
weisen auch bei einer Konzentration von 100 µg/ml keine Beeinträchtigung der Bakterien 
nach. Nach einer erneuten Steigerung der Ausgangskonzentration um das 1000-fache konn-
te kein Wachstum von S. epidermidis unter Einfluss von Gentamicin nachgewiesen werden. 
Leidglich für die Gas-exponierten Bakterien ist ein verzögertes Wachstum zu beobachten. 
Dieser Effekt lässt sich mit der Aktivierung von Stressantwort-Systemen von S. epidermidis 
durch Argon-Exposition erklären. Obwohl Argon als inertes Gas beschrieben ist, konnten 
Winter und Kollegen an Bacillus subtilis nachweisen, dass durch Behandlung mit Argon-Gas 
spezifische Gene des Stress-Response-Systems aktiviert wurden (Winter et al. 2013). Auch 
für Ampicillin wurde bei einer Konzentration von 1000 µg/ml eine Wachstumshemmung de-
tektiert, unabhängig von Plasma-oder Gasgemisch-Exposition. Somit ist von einer letalen 
Dosis von Ampicillin auszugehen. Für Erythromycin hingegen konnte auch bei einer Kon-
zentration von 1000 µg/ml keine Wachstumshemmung erreicht werden. Lediglich die leicht 
erhöhten Verdopplungszeiten und Wachstumsraten von S. epidermidis nach Plasma-bzw. 
Gas-Behandlung weisen auf einen marginalen Effekt der Behandlung hin. Aus der Literatur 




EPS-Matrix innerhalb der Biofilme zurückzuführen ist. Diese wird hauptsächlich durch erm-
Gene kodierte Methylasen vermittelt (He et al. 2016). Durch subletale Dosen von Erythromy-
cin wird somit die Expression dieser Gene unterstützt. Weiterhin wird, wie schon für β-
Laktam-Antibiotika beschrieben, die Biofilmbildung durch subletale Dosen von Makrolid-
Antibiotika gefördert (Wang et al. 2010). Somit scheint die Erhöhung der Gentamicin-
Sensitivität nach Plasma-Exposition nicht allein auf die Desintegration der EPS-Matrix des 
Biofilms sowie der Oxidation der Zellwand von S. epidermidis zurückzuführen zu sein. Wie 
schon oben diskutiert, spielen die generierten ROS außerhalb, aber auch innerhalb der Bak-
terien eine genauso wichtige Rolle.  
4.7 Empfindlichkeit von S. epidermidis nach Plasma-Behandlung ge-
genüber oxidativem Stress 
Zum gegenwärtigen Zeitpunkt ist die Entwicklung von Resistenzen gegenüber kalten Plas-
men unbekannt und auch auf Grund der unspezifischen antimikrobiellen Wirkung nicht zu 
erwarten (Helmke et al. 2011; Wu et al. 2012; Zimmermann et al. 2012; Matthes et al. 2013). 
In der vorliegenden Arbeit wurde zur Untersuchung der Resistenzbildung von S. epidermidis 
RP62A ein Agar-Platten basiertes System nach Mai-Prochnow und Kollegen angewendet 
(Mai-Prochnow et al. 2015). Mit Hilfe dieses vereinfachten Systems, ähnlich der Hemmhof-
Testung antimikrobieller Substanzen, ist eine schnelle Testung der primären und erworbenen 
Resistenzbildung gegenüber kalten Plasmen über mehrere Generationen möglich (Zimmer-
mann et al. 2012). Anhand der Hemmhof-Größe sowie einzelner Kolonien innerhalb dieser 
lassen sich Rückschlüsse über die Sensitivität der getesteten Spezies gegenüber kalten 
Plasmen ziehen. So entsprechen große Hemmhöfe, die um den Behandlungspunkt des 
Plasma-Jets herum entstehen einer höheren Sensitivität gegenüber der Plasma-Behandlung. 
Können aus diesen Hemmhöfe dann einzelne Kolonien isoliert werden, spricht dies für eine 
Unempfindlichkeit (primäre Resistenz) dieser gegenüber der Plasma-Exposition. In einem 
nachfolgenden Schritt können diese Kolonien erneut kultiviert und den Plasmen ausgesetzt 
werden. Im Fall der zweiten Plasma-Behandlung der unempfindlichen Subpopulation ent-
sprechen entstehende kleine Hemmhöfe einer Resistenz dieser gegenüber der primären 
Behandlung. Große Hemmhöfe hingegen weisen auf eine gesteigerte Sensitivität der Sub-
populationen gegenüber der Plasma-Exposition hin. In der vorliegenden Arbeit wurden das 
Plasma des kINPen08 sowie das Argon-Sauerstoff-Gemisch für Expositionszeiten von einer 
und drei Minuten untersucht. Anhand der Ergebnisse der Hemmhof-Testung wird deutlich, 
dass die Sensitivität von S. epidermidis zeitabhängig ist. Längere Expositionszeiten führten 
bei der Kontrolle zu größeren Hemmhöfen. Auch wurden vereinzelt Kolonien am Rand der 
Hemmhöfe detektiert, isoliert und weiter kultiviert. Diese sprechen für eine zunächst primäre 




Kontrolle hingegen konnten keine Hemmhöfe nachgewiesen werden, sodass keine Sensitivi-
tät gegenüber dem Gasgemisch besteht. Dieses Ergebnis deckt sich auch mit der untersuch-
ten antimikrobiellen Wirkung aus Abschnitt 4.2. Dessen ungeachtet wurden Kolonien aus 
dem Bereich der Behandlungszone isoliert und weiterführend kultiviert. Die aus den Hemm-
höfen isolierten Subpopulationen von S. epidermidis RP62A wurden dann erneut dem Plas-
ma bzw. Argon-Sauerstoff-Gemisch für eine bzw. drei Minuten ausgesetzt. Dies dient der 
Untersuchung einer erworbenen Resistenz gegenüber der Plasma-bzw. Gas-Behandlung. 
Auch in diesem Fall wurden zeitabhängig größere Hemmhöfe nach Plasma-bzw. Gas-
Exposition und somit eine erhöhte Sensitivität der Kolonien gegenüber der Behandlung 
nachgewiesen. Dieser Ergebnisse lassen darauf schließen, dass durch die gewählten Para-
meter der Plasma-und Gas-Exposition keine Resistenz durch S. epidermidis ausgebildet 
wurde. Auch Zimmermann und Kollegen konnten für die getesteten gram-positiven und 
gram-negativen Bakterien weder eine primäre noch erworbene Resistenz gegenüber einer 
Plasma-Behandlung nachweisen (Zimmermann et al. 2012). Mai-Prochnow und Kollegen 
konnten hingegen eine Resistenz von P. aeruginosa gegenüber Plasma nach einer zweiten 
Behandlung von primär exponierten Subpopulationen quantifizieren (Mai-Prochnow et al. 
2015). So gehen sie davon aus, dass die überlebenden Subpopulationen entweder auf eine 
natürliche Mutation von P. aeruginosa oder aber auf persistierende Bakterien zurückzuführen 
sind. Den zweiten, eher realistischen Fall, begründen sie mit der Aktivierung spezifischer 
Stressantwort-Systeme gegen oxidativen Stress. In der vorliegenden Arbeit wurden somit 
ergänzende Untersuchungen zur Empfindlichkeit der Plasma-exponierten Subpopulationen 
von S. epidermidis RP6A gegenüber dem stark reaktiven Wasserstoffperoxid (H2O2) durch-
geführt. Dazu wurden die Subpopulationen unterschiedlichen Konzentrationen von H2O2 
ausgesetzt und deren Wachstum über 24 h beobachtet. Auf Grund seiner Katalase-Aktivität 
ist S. epidermidis in der Lage H2O2 in Sauerstoff und Wasserstoff zu spalten (Chelikani et al. 
2004; Gaupp et al. 2012). Für den Routine-Nachweis Katalase-positiver Spezies kommt 
3%iges H2O2 zum Einsatz, sodass diese Konzentration als Referenz-Konzentration gewählt 
wurde. Um den oxidativen Stress auf die Plasma-exponierten Subpopulationen von 
S. epidermidis zu erhöhen, wurden diese zusätzlich mit 10%igem H2O2 kultiviert. Die Ergeb-
nisse der Wachstumskinetiken zeigen deutlich, dass keine der Subpopulationen unter Ein-
fluss von H2O2 ein verändertes Wachstumsverhalten aufweist. Da die Wirkung von Plasma 
wie schon beschrieben multifaktorieller Natur ist, sind anhand der vorliegenden Ergebnisse 
keine Rückschlüsse auf den genauen Schädigungsmechanismus zu ziehen. Am Wahr-
scheinlichsten ist allerdings die direkte Schädigung der DNA durch die Plasma-Behandlung, 
sodass Stressantwort-Systeme von S. epidermidis wie DNA-Reparaturmechanismen (z. B. 
Basen-und Nukleotid-Exzisionsreparatur, „Mismatch“-Reparatur) nicht reagieren können 




höhte Akkumulation von DNA-schädigenden reaktiven Spezies insbesondere in den Mikroko-
lonien nachweisen (Barraud et al. 2006). Im Gegensatz zu den hier besprochenen Ergebnis-
sen konnten Mai-Prochnow und Kollegen eine erhöhte Verträglichkeit von P. aeruginosa ge-
genüber H2O2 detektieren. Diese ist auf die vermehrte Expression eines spezifischen protek-






Die in der vorliegenden Arbeit vorgestellten Ergebnisse zur in vitro Plasma-Behandlung bak-
terieller Biofilme von S. epidermidis auf relevanten Implantat-Materialien, dienen als Vorun-
tersuchungen für eine mögliche praktische Anwendung zur adjuvanten Therapie Implantat-
assoziierter Infektionen. Da es sich bei den hier vorgestellten Daten sowie Behandlungsan-
sätzen zunächst um in sich beschränkte in vitro Daten handelt, wäre eine weiterfolgende 
Übertragung der Behandlung auf lange Sicht in in vivo Tiermodelle sinnvoll. In weiterführen-
den Versuchen sollten zunächst Behandlungs-sowie Read-Out-Parameter optimiert werden, 
um spezifische Interaktionen zwischen Biofilm und Plasma-Behandlung zu detektieren. Auf 
Grund der bisherigen Untersuchungen konnte festgestellt werden, dass der typische Effluent 
indirekter Plasma-Quellen der kINPen-Serie einen Durchmesser von ca. 7 mm besitzt, wäh-
rend die Behandlungsfläche bisher einen Durchmesser von 11 mm aufweist. Somit sollte der 
Durchmesser der Probekörper für die bakteriellen Biofilme entsprechend verkleinert werden, 
um optimale Bedingungen für die Plasma-Behandlung sowie die Ausbreitung des Plasmas 
auf der Oberfläche zu gewährleisten. Aber auch ein Abrastern der Biofilme könnte zu einer 
verbesserten Behandlung der gesamten Oberfläche führen. Dabei muss allerdings beachtet 
werden, dass durch das Abrastern der Probe das aktive Wirken des Plasmas pro behandel-
ter Fläche sowie Behandlungszeit vermindert ist, im Vergleich zu punktuellen Behandlung, 
sodass auch eine Anpassung der Behandlungsdauer berücksichtigt werden muss. Weiterhin 
wäre eine Optimierung des Biofilm-Alters durch verschiedene Kultivierungszeiten zur Simula-
tion unterschiedlicher Stadien einer Implantat-assoziierten Infektion denkbar. Auch die Un-
tersuchung der aus dem Biofilme gelösten Bakterien hinsichtlich Adhäsion auf Oberflächen 
sowie Biofilm-Bildung könnten den bisherigen generellen Versuchsaufbau zur Untersuchung 
des antimikrobiellen Potentials von kaltem Atmosphärendruckplasma sinnvoll ergänzen. 
Ein wesentlicher Aspekt der vorliegenden Arbeit betrachtet die erhöhte Sensitivität der 
Gentamicin-resistenten Biofilme nach Plasma-Behandlung gegenüber Gentamicin. In weiter-
führenden Untersuchungen sollte geklärt werden, wie sich die Sensitivität der Biofilme nach 
Plasma-Behandlung gegenüber anderer Antibiotika verändert. So sollten z.B. auch Ampicillin 
und Erythromycin nicht nur auf aus dem Biofilme gelöste Bakterien untersucht werden. Wei-
terhin sollte untersucht werden, wie sich das Membranpotential der Bakterien innerhalb der 
Biofilme und somit die Membranpermeabilität nach der Plasma-Behandlung verändert. Auch 
die EPS-Matrix wird, wie in der vorliegenden Arbeit beschrieben, durch die Plasma-
Exposition verändert. Diese Änderungen, insbesondere der Zusammensetzung der EPS-
Matrix, sollten durch Nachweise der extrazellulären DNA, der Exopolysaccharide (z.B. β-1,6-
linked N-acetylglucosamin) sowie extrazellulären Proteine (z.B. Biofilm-assozierte Oberflä-




Wie schon erwähnt, beruht die antimikrobielle Wirkung kalter Atmosphärendruckplasmen auf 
der direkten Permeabilisierung der bakteriellen Zellwände, aber auch auf der Schädigung 
intrazellulärer Proteine sowie DNA durch oxidativen Stress. Auch dieser Aspekt der oxidati-
ven Stressantwort sollte in weiterführenden Arbeiten untersucht werden. Dazu wäre der 
Nachweis intrazellulärer ROS nach Plasma-Behandlung innerhalb von S. epidermidis mittels 
2‘7‘-Dichlorodihydrofluorescin oder 4,5-Diaminfluorescin und einer anschließenden Detektion 
mittels Durchflusszytometrie sinnvoll. Weiterhin könnten intrazelluläre DNA-Strangbrüche 
durch oxidativen Stress mit Hilfe einer Strangbruch-PCR z.B. nach Rothfuss et al. 2010 
nachgewiesen werden. Aber auch die Stressantwort der Bakterien mit Hilfe von sogenannten 
„Scavenging“-Proteinen wie Katalase oder Superoxid-Dismutase mittels Transkriptom- und 
auch Proteom-Analysen sollte in Betracht gezogen werden. 
Um den in vivo Bedingungen einer Implantat-assoziierten Infektion näher zu kommen, wären 
Ko-Kultur-Systeme zwischen S. epidermidis, Osteoblasten und auch immunologisch relevan-
ten Zelltypen äußerst sinnvoll. Aber auch verhältnismäßig einfache Systeme zur Untersu-
chung der Adhärenz-und Internalisierung von S. epidermidis nach Plasma-Behandlung an 






Trotz weitreichender Fortschritte in der orthopädischen Chirurgie stellen bakterielle Infektio-
nen nach chirurgischen Eingriffen weiterhin eine große Komplikation dar. Hauptauslöser für 
Implantat-assoziierte Infektionen in der orthopädischen Chirurgie sind Biofilm-bildende Bak-
terien wie S. aureus oder S. epidermidis. Neben ihrer Fähigkeit zur Biofilmbildung besitzt der 
Großteil der involvierten Spezies Resistenzmechanismen gegenüber Antibiotika. So führen 
sie häufig zu schweren Infektionsverläufen, mit längeren Krankenhausaufenthalten, kompli-
zierten Revisionsprozeduren und in vielen Fällen zu einem vollständigen Versagen des Im-
plantats. Techniken zur Unterbindung Biofilm-assoziierter Infektionen umfassen u.a. den 
Einsatz von Antibiotika, Hitze, Druck, UV-Strahlung, antimikrobieller Nanopartikel und Pepti-
de, Nano-strukturierter Oberflächen, aber auch von kaltem Atmosphärendruckplasma. Als 
vierter Aggregatzustand ist Plasma ein ionisiertes Gas, bestehend aus Atomen, angeregten 
Molekülen, geladenen Teilchen, reaktiven Sauerstoff- und Stickstoffspezies (ROS bzw. RNS) 
sowie UV-Photonen, die alle zu der beschriebenen antibakteriellen Eigenschaften von Plas-
ma beitragen. Auf Grund der bemerkenswerten Wirksamkeit gegen eine Reihe von Mikroor-
ganismen, einschließlich Biofilm-bildender Spezies und Sporen, stellen kalte Plasmen eine 
effektive Alternative zu traditionellen Antibiotika für nicht-systemische Infektionen dar.  
In der vorliegenden Arbeit wurden zunächst unterschiedliche direkte und indirekte Plasma-
Quellen hinsichtlich ihres antimikrobiellen Potentials gegen Biofilme von S. epidermidis un-
tersucht. Diese Untersuchungen stellten die Grundlage für alle weiterführenden Versuche 
dar. Lediglich für zwei indirekte Plasma-Quellen, kINPen08 und kHz-Jet, konnte eine signifi-
kante Reduktion der Vitalität der Biofilme von S. epidermidis nachgewiesen werden. Für alle 
weiteren Versuche kam der kINPen08 auf Grund seiner einfacheren Handhabung im Ver-
gleich zum kHz-Jet zum Einsatz. 
In weiterführenden Versuchen wurde das Biofilmmodell von S. epidermidis auf TiAlV-
Oberflächen übertragen und das antimikrobielle Potential für den kINPen08 getestet. Die 
Ergebnisse zeigen eine signifikante Reduktion der Vitalität sowie der Biofilmmasse durch die 
Plasma-Behandlung auf. Weiterhin wurde eine Veränderung der Biofilm-Morphologie sowie 
einzelner Bakterien in den oberen Schichten der Biofilme durch die Plasma-Behandlung 
nachgewiesen. Da auf Grund der Ergebnisse aber keine vollständige Eliminierung des Bio-
films nachweisbar war, wurden diese nach der Plasma-Behandlung erneut kultiviert, um eine 
potentielle Revitalisierung der Biofilme durch z.B. überlebenden Bakterien innerhalb des Bio-
films oder durch Bakterien im VBNC-Status nachzuweisen. Die Ergebnisse dieser Untersu-
chungen zeigten eine deutliche Revitalisierung der Biofilme nach erneuter Kultivierung.  
Durch die Ergebnisse zur Beschädigung der Biofilmmorphologie sowie der Beschädigung 




S. epidermidis unter Einsatz des Zellwandgängigen Antibiotikums Gentamicin kultiviert. Aus 
Vorversuchen konnte nachgewiesen werden, dass der verwendete Stamm 
S. epidermidis RP62A gegen Gentamicin Resistenzen ausgebildet hatte. Aus den Ergebnis-
sen dieser Untersuchungen geht hervor, dass nach der Plasma-Behandlung die Sensitivität 
der Biofilme gegenüber Gentamicin signifikant erhöht wurde. Auch konnte durch die kombi-
nierte Behandlung eine vollständige Reduktion der Vitalität der Biofilme nachgewiesen wer-
den. Lediglich die Biofilmmasse blieb weiterhin auf den TiAlV-Probekörpern bestehen. In 
weiteren Versuchen wurde daraufhin die irreversible Schädigung der Biofilme durch die 
kombinierte Behandlung aus Plasma und Gentamicin untersucht. Auch hier konnte gezeigt 
werden, dass sich die Biofilme nach erneuter Kultivierung ohne Antibiose nicht wieder erho-
len konnten. So ist darauf zu schließen, dass diese Behandlung zu einer irreversiblen Schä-
digung der Biofilme führte. 
Da sich während der Behandlung eines Biofilms immer wieder einzelne Bakterien aus den 
Biofilmstrukturen lösen, wurden auch diese planktonischen Bakterien nach der Plasma-
Behandlung auf ihre Sensitivität gegenüber einer Antibiose getestet. Auch hier zeigte sich 
eine gesteigerte Sensitivität gegenüber Gentamicin im Wachstumsverhalten von 
S. epidermidis. Gegen die Antibiotika Erythromycin und Ampicillin konnte hingegen keine 
gesteigerte Sensitivität unter den gleichen Versuchsbedingungen nachgewiesen werden. 
In der gängigen Literatur werden Fälle einer reduzierten Sensitivität von Bakterien gegen 
eine wiederholte Plasma-Behandlung beschrieben. In der vorliegenden Arbeit wurde auch 
dieses wahrscheinliche Szenario untersucht. An Hand der Ergebnisse konnte allerdings ge-
zeigt werden, dass eine wiederholte Plasma-Behandlung von S. epidermidis zu einer gestei-
gerten Sensitivität gegenüber Plasma führte.  
Zusammenfassend weisen diese in vitro Ergebnisse auf eine potentielle adjuvante Behand-
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Abbildung 32: Kontrolle TiAlV. 
Abbildung 33: Plasma 1 min. 
Abbildung 34: Plasma 3 min. 
Abbildung 35: Gasgemisch 1 min. 
Abbildung 36: Gasgemisch 3 min. 
Abbildung 37: Revitalisierung nach Plasma 1 min. 
Abbildung 38: Revitalisierung nach Plasma 3 min. 
Abbildung 39: Revitalisierung nach Gasgemisch 1 min. 
Abbildung 40: Revitalisierung nach Gasgemisch 3 min. 
Abbildung 41: Plasma 1 min und Kultivierung mit Gentamicin. 
Abbildung 42: Plasma 3 min und Kultivierung mit Gentamicin. 
Abbildung 43: Revitalisierung Plasma 1 min und Kultivierung mit Gentamicin. 
Abbildung 44: Revitalisierung Plasma 3 min und Kultivierung mit Gentamicin. 
Abbildung 45: Revitalisierung Gasgemisch 1 min und Kultivierung mit Gentamicin. 
Abbildung 46: Revitalisierung Gasgemisch 3 min und Kultivierung mit Gentamicin. 
Abbildung 48: Wachstumskinetiken nach Plasma-bzw. Gas-Exposition 
Abbildung 49: Wachstumskinetiken nach Plasma-bzw. Gas-Exposition 



































Abbildung 37: Revitalisierung nach Plasma 1 min. Fluoreszenzmikroskopische Aufnahme nach Lebend-Tot-Färbung mittels CLSM (Serienaufnahme Fokusebenen im Abstand 





Abbildung 38: Revitalisierung nach Plasma 3 min. Fluoreszenzmikroskopische Aufnahme nach Lebend-Tot-Färbung mittels CLSM (Serienaufnahme Fokusebenen im Abstand 





Abbildung 39: Revitalisierung nach Gasgemisch 1 min. Fluoreszenzmikroskopische Aufnahme nach Lebend-Tot-Färbung mittels CLSM (Serienaufnahme Fokusebenen im 





Abbildung 40: Revitalisierung nach Gasgemisch 3 min. Fluoreszenzmikroskopische Aufnahme nach Lebend-Tot-Färbung mittels CLSM (Serienaufnahme Fokusebenen im 





Abbildung 41: Plasma 1 min und Kultivierung mit Gentamicin. Fluoreszenzmikroskopische Aufnahme nach Lebend-Tot-Färbung (Serienaufnahme Fokusebenen im Abstand 





Abbildung 42: Plasma 3 min und Kultivierung mit Gentamicin. Fluoreszenzmikroskopische Aufnahme nach Lebend-Tot-Färbung (Serienaufnahme Fokusebenen im Abstand 





Abbildung 43: Revitalisierung Plasma 1 min und Kultivierung mit Gentamicin. Fluoreszenzmikroskopische Aufnahme nach Lebend-Tot-Färbung (Serienaufnahme Fokusebe-





Abbildung 44: Revitalisierung Plasma 3 min und Kultivierung mit Gentamicin. Fluoreszenzmikroskopische Aufnahme nach Lebend-Tot-Färbung (Serienaufnahme Fokusebe-





Abbildung 45: Revitalisierung Gasgemisch 1 min und Kultivierung mit Gentamicin. Fluoreszenzmikroskopische Aufnahme nach Lebend-Tot-Färbung (Serienaufnahme Fo-





Abbildung 46: Revitalisierung Gasgemisch 3 min und Kultivierung mit Gentamicin. Fluoreszenzmikroskopische Aufnahme nach Lebend-Tot-Färbung (Serienaufnahme Fo-










Abbildung 47: Wachstumskinetiken nach Plasma-bzw. Gas-Exposition von S. epidermidis. Wachstum in 
TSB-Medium und 1 µg/ml Gentamicin, Erythromycin oder Ampicillin. Messung der optischen Dichte bei 600 nm. 











Abbildung 48: Wachstumskinetiken nach Plasma-bzw. Gas-Exposition von S. epidermidis. Wachstum in 
TSB-Medium und 100 µg/ml Gentamicin, Erythromycin oder Ampicillin. Messung der optischen Dichte bei 










Abbildung 49: Wachstumskinetiken nach Plasma-bzw. Gas-Exposition von S. epidermidis. Wachstum in 
TSB-Medium und 1000 µg/ml Gentamicin, Erythromycin oder Ampicillin. Messung der optischen Dichte bei 










Abbildung 50: Wachstumskinetiken nach Plasma-bzw. Gas-Exposition von S. epidermidis. Wachstum in 
TSB-Medium und 0 % [w/v], 3 % [w/v] bzw. 10 % [w/v] H202. Messung der optischen Dichte bei 600 nm. Ver-
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